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1 Einleitung 
Bei Dystonien handelt es sich um Erkrankungen des zentralen Nervensystems, die durch unge-
wollte, dauerhafte oder wiederkehrende Muskelkontraktionen charakterisiert sind und zu abnor-
men Bewegungen und/oder Haltungen führen (ALBANESE et al. 2013). Bei Dystonien handelt 
es sich um die dritthäufigsten Bewegungsstörungen des Menschen (DEFAZIO 2010). Auch bei 
Haustieren kommen dystone Bewegungsstörungen vor (RICHTER et al. 2015).    
Die Therapie dieser Erkrankung ist limitiert und erfolgt meistens empirisch. Bisher wurden nur 
wenige Therapieoptionen bei Dystoniepatienten evaluiert. Die Therapie erfolgt auf Grund der 
unbekannten Pathophysiologie meist nur symptomatisch (JANKOVIC 2013). Obwohl mittlerwei-
le eine große Anzahl an Gendefekten bei der Erkrankung identifiziert wurde, ist die Pathogenese 
weitestgehend unbekannt (LOHMANN und KLEIN 2013, RICHTER und RICHTER 2014). Eine 
anerkannte Hypothese ist, dass Veränderungen innerhalb der Basalganglien über veränderte Aus-
gangssignale des Globus pallidus internus zur abgeschwächten Inhibition thalamokortikaler Pro-
jektionen führen (BERARDELLI et al. 1998, OZELIUS et al. 2011, RICHTER und RICHTER 
2014, VITEK 2002). Ziel der Forschung an Tiermodellen ist es, die Therapieoptionen zu verbes-
sern und Einblicke in die Pathophysiologie zu geben (BREAKEFIELD et al. 2008, RICHTER 
und RICHTER 2014).  
Der dt
sz
 Hamster ist ein etabliertes Modell für eine paroxysmale Dystonie, die durch Stress-
induzierte dystone Episoden gekennzeichnet ist. Bei der dt
sz
 Hamstermutante zeigt sich ein tran-
sienter Verlauf der Dystonie mit erstmaligem Auftreten am 16. Lebenstag, maximaler Dystonie-
ausprägung zwischen dem 30.–45. Lebenstag und Spontanremission im Alter von 10 Wochen 
(LÖSCHER et al. 1989, RICHTER und LÖSCHER 1998). Im Striatum, der Eingangsstruktur der 
Basalganglien, konnte eine Verminderung von GABAergen Interneuronen nachgewiesen werden, 
was zu einer verminderten Inhibition der hemmenden Projektionsneurone führt. Darauf basiert 
wahrscheinlich eine verminderte neuronale Aktivität im endopedunkularen Kern (entspricht dem 
Globus Pallidus internus beim Primaten). Die Interneuronendichte normalisiert sich mit der Re-
mission der Dystonie (GERNERT et al. 2000, HAMANN et al. 2005, HAMANN et al. 2007, 
RICHTER und RICHTER 2014, SANDER et al. 2006). Ob das Defizit striataler GABAerger 
Interneurone im Alter der maximaler Dystonieausprägung bei der dt
sz
 Mutante auf einer gestörten 
Migration oder einer verzögerten Reifung der Interneurone beruht, sollte in der vorliegenden Ar-
beit untersucht werden. 
Das Striatum wird in der Embryonalphase vorwiegend durch Zellen aus der lateralen ganglionä-
ren Eminenz (lateraler Ganglienhügel; spätere Ausreifung zu den Projektionsneuronen) und der 
medialen ganglionären Eminenz (medialer Ganglienhügel; spätere Ausreifung zu den meisten 
Interneuronen) gebildet. Die Zellen aus der medialen ganglionären Eminenz exprimieren das 
Homöodomänprotein Nkx 2.1 (MARIN et al. 2000). Sie migrieren beim Nager in der 2.–3. Emb-
ryonalwoche tangential in das sich formende Striatum (MARIN et al. 2000, MARIN und RU-




   
positiven und cholinergen, sowie die meisten Calretinin-positiven Interneurone auch noch im 
adulten Gehirn Nkx 2.1 (MAGNO et al. 2009, MARIN et al. 2000). 
Ein Ziel dieser Arbeit war es, anhand der Dichte von Nkx 2.1-positiven Zellen im Altersabschnitt 
mit der nachgewiesen Verminderung der Interneurone (ca. 33. Lebenstag; Altersbereich der ma-
ximalen Ausprägung der Dystonie, RICHTER und LÖSCHER 1998) zu untersuchen, ob eine 
unphysiologische Migration für den nachgewiesenen Mangel der Interneurone verantwortlich ist. 
Neben immunhistochemischen Methoden sollte dies auch durch Untersuchung der mRNA-
Expression bei 33 und 18 Tage alten Tieren verifiziert werden. 
Weiterhin wurden im Rahmen dieser Arbeit Faktoren für die Ausreifung von Interneuronen un-
tersucht. Hierzu gehören die Expression des Kalium-Chlorid-Kotransporters 2 sowie der zytosoli-
schen Carboanhydrase vom Isotyp 7, die jeweils für einen sogenannten funktionellen GABA-
Switch bedeutsam sind (RIVERA et al. 2005). Bei dem ersten GABA-Switch kommt es durch 
vermehrte Expression des Kalium-Chlorid-Kotransporters 2 zu einem Übergang von depolarisie-
renden GABAA- Rezeptor vermittelten (frühe postnatale Phase) zu hyperpolarisierenden Effekten 
(RIVERA et al. 2005, RIVERA et al. 1999). Durch Expression der zytosolischen Carboanhydrase 
7 ist es möglich, dass bei starker Aktivierung des GABAA-Rezeptors das GABAerge Signal wie-
der von inhibitorisch nach exzitatorisch wechselt (zweiter funktioneller GABA-Switch; RIVERA 
et al. 2005, RUUSUVUORI et al. 2004). Ein weiterer wichtiger Faktor für die Ausreifung von 
GABAergen Interneuronen ist der Brain-derived neurotrophic factor (BDNF; ALTAR et al. 1997, 
ETO et al. 2010, GROßE et al. 2005, MIZUNO et al. 1994). Um zu untersuchen, ob die vermin-
derte Anzahl an GABAergen Interneuronen durch eine veränderte Expression von BDNF erklärt 
werden kann, wurden in dieser Arbeit die Protein- sowie die mRNA-Expression von BDNF bei 
33 und 18 Tage alten Tieren untersucht.   





   
2 Literaturübersicht 
2.1 Dystonien 
2.1.1 Definitionen, Einteilung und Ursachen von Dystonien 
Der Begriff Dystonie wurde zuerst von Oppenheim im Jahre 1911 erwähnt (ALBANESE et al. 
2013). Bei den Dystonien handelt es sich um die dritthäufigste Bewegungsstörungen nach der 
Parkinsonschen Erkrankung und essentiellem Tremor (DEFAZIO 2010). Die Gesamtzahl der 
Menschen, die unter vererbten Dystonien leiden, wird auf 3 Millionen weltweit geschätzt. Be-
rechnet man die mit Parkinsonscher Erkrankung assoziierten und die sekundären Dystonien mit 
ein, liegt die Gesamtzahl deutlich höher (JINNAH et al. 2008). In den letzten Jahren hat die Er-
forschung der Dystonien zugenommen. In diesem Zuge wurden verschiedene Definitionen und 
Klassifizierungen vorgeschlagen.  
Aktuell findet die Definition und Einteilung nach ALBANESE et al. (2013) konsens. Damit sind  
Dystonien motorische Bewegungsstörungen, die charakterisiert sind durch ungewollte, oft perio-
disch auftretende, langanhaltende oder intermittierende Muskelkontraktionen. Diese führen zu 
abnormalen Bewegungen und/oder Haltungen. Die Bewegungsabläufe folgen einem typischen 
Verteilungsmuster, führen zu Verdrehungen und können von Tremor begleitet sein. Bestimmte 
Dystonieformen, wie z.B. Dystonien der Augenlieder (Blepharospasmus), äußern sich nicht durch 
Bewegungsstörungen, werden aber durch lokale Muskelkontraktionen verursacht (ALBANESE 
et al. (2013).  
Das Erscheinungsbild der Dystonien ist sehr variabel, was die Diagnose erschwert (ALBANESE 
et al. 2013, RICHTER et al. 2015). Daher ist die Klassifizierung verschiedener Dystonieformen 
wichtig. Die Einteilung der Dystonien erfolgt über zwei Achsen (ALBANESE et al. 2013).  
1. klinische Symptome: 
a) Alter des Auftretens: Säuglinge (bis 2 Jahre), Kinder (bis 12 Jahre), Heranwachsende (bis 
20 Jahre), junge Erwachsene (bis 40 Jahre) und ältere Erwachsene (älter als 40 Jahre); 
b) Verteilung: fokal, segmental, multifokal, generalisiert, Hemidystonie; 
c) Zeitlicher Verlauf: statisch oder progressiv; bzw. die zeitliche Variabilität: persistent, ak-
tionsinduziert, täglich, paroxysmal (d.h. episodisch). 
2.  Ätiologie/ Pathologie: 
a) Pathologie des Nervensystems: Degeneration bzw. Anzeichen von strukturellen Läsionen, 
keine Anzeichen von Degenerationen oder strukturellen Läsionen. 
b) Vererbung: autosomal dominant, autosomal rezessiv, X-gekoppelt rezessiv, mitochondri-
al. 
c) Auslöser: Gehirnverletzungen, Infektionen, Drogen, Vergiftungen, usw. 
d) Idiopathisch: sporadisch, familiär. 
Tritt die Dystonie als einzige Erkrankung des motorischen Systems auf, wird diese als „isolierte 




   
men, die mit anderen Erkrankungen des motorischen Systems, wie z.B. Morbus Parkinson, zu-
sammen auftreten (ALBANESE et al. 2013). Diese werden von anderen Autoren häufig als „Dys-
tonia Plus“ bezeichnet (OZELIUS et al. 2011). Die „erworbenen Dystonien“ werden auch als 
„sekundäre Dystonien“ bezeichnet, während die nicht erworbenen Dystonien, bei denen keine 
makro- und mikroskopischen Veränderungen nachweisbar sind, als „primäre Dystonien“ be-
zeichnet werden (BREAKEFIELD et al. 2008). Bei ca. 2/3 der Dystonien sind durch Standardme-
thoden keine offensichtlichen Läsionen im ZNS nachweisbar. Häufig handelt es sich dabei um 
Dystonien mit einem hereditären Hintergrund (BREAKEFIELD et al. 2008, MULLER 2009, 
OZELIUS und BRESSMAN 2011, SCHMIDT und KLEIN 2010).  
Innerhalb der letzten 20 Jahre wurden Gendefekte beim Menschen aufgedeckt, die mit Dystonien 
assoziiert sein könnten. Diese sind anhand des Entdeckungsdatums durchnummeriert (DYT1 - 
DYT25; LOHMANN und KLEIN 2013). Der genaue Zusammenhang zwischen Gendefekt und 
dem Auftreten von Dystonie ist abgesehen von der DOPA-responsiven Form nicht bekannt. So 
ist auch bei bekannten Genprodukten die Funktion des Proteins im Nervensystem noch nicht aus-
reichend erforscht, z.B. Torsin A bei den DYT1 und DYT6 Dystonien (FUCHS und OZELIUS 
2011). 
Interessanterweise entwickeln sich nicht bei allen Trägern des Defektgenes dystone Symptome. 
Die Penetranz liegt bei der DYT1 bei nur ca. 30 %. Außerdem treten die Symptome persistenter 
und paroxysmaler Dystonien erst in der späten Kindheit, teils erst im Erwachsenalter auf. Die 
reduzierte Penetranz und die unterschiedlich auftretenden Zeitpunkte der klinischen Erscheinung 
auch innerhalb der DYT-Gruppen lassen darauf schließen, dass ein zweites Geschehen, z.B. an-
dere Gendefekte oder auch Einflüsse aus der Umgebung, den Beginn der Dystoniesymptomatik 
beeinflussen (BREAKEFIELD et al. 2008). 
 
Bei erworbenen Dystonien konnten zwar häufig Läsionen im Putamen (gehört beim Nager zum 
Striatum (STR)) nachgewiesen werden, allerdings können auch Läsionen im Nucleus caudatus, 
Globus pallidus internus, Thalamus (Th), Hirnstamm, Cerebellum und frontalen und parietalen 
Kortex (Cx) zu Dystonien führen (TANABE et al. 2009).  
Eine wichtige Theorie über die Pathophysiologie der Dystonien ist, dass Veränderungen in den 
Basalganglien (s. 2.2) letztendlich zu einem veränderten Ausgangssignal an den Th und zu fehl-
gesteuerten sensorische Feedbackmechanismen führen. Eine veränderte Plastizität im Cx, STR 
und Hirnstamm führt dann zu einer Neuorganisation der neuronalen Schaltkreise (OZELIUS et 
al. 2011). Zu einer abnormalen thalamokortikalen Aktivität können zerebellare Fehlfunktionen 
beitragen (HENDRIX und VITEK 2012). Veränderungen des STR spielen jedoch offensichtlich 
eine wichtige Rolle in der Pathophysiologie der Dystonien (BERARDELLI et al. 1998, 
BREAKEFIELD et al. 2008, NAMBU et al. 2011). Auch bei Tiermodellen für die Dystonie wie 
dem dt
sz
 Hamster und bei ätiologischen Modellen für die DYT 1, DYT 5, DYT 11, DYT 12 





   
2.1.2 Therapieoptionen für Dystonien 
Dystonien sind zum größten Teil schwer therapierbar (JANKOVIC 2013). Insbesondere bei gene-
ralisierten Formen ist die medikamentöse Therapie meistens wenig effektiv und die Ansprech-
barkeit auf verschiedene, empirisch eingesetzte Arzneimittel ist heterogen (JANKOVIC 2009, 
JINNAH et al. 2008, OZELIUS et al. 2011, THENGANATT und JANKOVIC 2014). 
Die Injektion von Botulinumtoxin in die überaktiven Muskeln gilt heute als Standardtherapie für 
fokale Dystonien, wie z.B. cervicale Dystonien. Die Wirkung hält für mehrere Monate an. Bei 
z.B. Dystonien der unteren Gliedmaßen ist die Therapie wenig effektiv (ALBANESE et al. 2011, 
GROSSET et al. 2014, HALLETT et al. 2013).  
Zur Behandlung generalisierter Formen bedarf es systemischer Applikationen, für die keine zuge-
lassenen Arzneimittel verfügbar sind. Empirisch werden bei Dystoniepatienten folgende Wirk-
stoffe eingesetzt: 
1. Wirkstoffe, die das dopaminerge System beeinflussen: 
a. Levodopa (eine Vorstufe des Dopamins), das bei Dopa-responsiven Dystonien ef-
fektiv ist; 
b. Tetrabenazin, ein vesikulärer Monoamin-Transporter-2-Inhibitor;  
c. Dopaminrezeptorantagonisten, wie z.B. Phenothiazin-Derivate. 
2. Anticholinergika, wie z.B. Trihexyphenidyl, das bei ca. 40 % der Patienten positive Effekte 
zeigt, aber auf Grund seiner Nebenwirkungen, gerade auch bei älteren Patienten, im Einsatz 
limitiert sind. 
3. GABA-potenzierende Arzneistoffe 
a. Benzodiazepine, wie z.B. Midazolam und Clonazepam; 
b. Baclofen (ein Agonist am GABAB-Rezeptor). 
Viele Patienten benötigen eine Kombination verschiedener Wirkstoffe und Therapieoptionen, um 
eine ausreichende Wirkung zu erzielen (THENGANATT und JANKOVIC 2014). 
Bei schwertherapierbaren Dystonien, insbesondere bei generalisierten Dystonien oder Dystonien, 
die mehrere Muskelgruppen betreffen, finden heute verschieden chirurgische Maßnahmen An-
wendung (ALBANESE et al. 2011). Die größte Bedeutung haben tiefe Hirnstimulationen erlangt. 
Bei dieser Therapie stimuliert ein chronisch implantierter Pulsgeber den Globus pallidus (AL-
BANESE et al. 2011, BLAHAK et al. 2011). Komplikationen der tiefen Hirnstimulationen wer-
den mit Raten von 21 % (BERIC et al. 2001) bis 50 % (KUPSCH et al. 2003) angegeben. Anga-
ben zur Erfolgsrate sind ebenfalls heterogen. Faktoren, die den Erfolg der tiefen Gehirnstimulati-
on beeinflussen, konnten noch nicht erarbeitet werden (OZELIUS et al. 2011). 
Trotz therapeutischer Fortschritte in der letzten Zeit fehlen für die meisten Dystonieformen wirk-
same Arzneimittel (DELNOOZ und VAN DE WARRENBURG 2012, OZELIUS et al. 2011). 




   
ist ein wichtiger Weg zur Entwicklung neuer, effektiver Arzneimittel (BREAKEFIELD et al. 
2008, RICHTER und RICHTER 2014).  
2.2 Neuroanatomische Grundlagen  
2.2.1 Die Bedeutung der Basalganglien 
Zum besseren Verständnis sollen zuerst einige Bezeichnungen des Gehirns kurz erläutert werden. 
Das Gehirn lässt sich in Stammhirn (Hirnstamm, Truncus encephali), Kleinhirn (Cerebellum) und 
Groß- bzw. Endhirn (Telencephalon) unterteilen. Dabei werden die Medulla oblongata, die Pons 
und das Mesencephalon (Mittelhirn) dem Stammhirn zugeordnet. Das Zwischenhirn (Diencepha-
lon) kann ebenfalls dazu gezählt werden, unterscheidet sich aber entwicklungsgeschichtlich und 
funktionell von den anderen Abschnitten des Stammhirns. Unter dem Begriff Hinterhirn (Me-
tencephalon) versteht man die Pons und das Cerebellum, während es sich bei dem Rautenhirn 
(Rhombencephalon) um einen Sammelbegriff für Medulla oblongata, Pons und Cerebellum han-
delt. Das Gehirn kann auch anhand der Entwicklung in Abschnitte eingeteilt werden. So entsteht 
das Gehirn aus drei primären Hirnbläschen des kranialen Neuralrohrs. Zum Vorderhirn (Prosen-
cephalon)  zählen das Telencephalon (Hirnrinde, Marklager und Basalganglien (Basalkerne)) und 
das Diencephalon (Epithalamus, Thalamus dorsalis, Subthalamus und Hypothalamus). Das Mit-
telhirn entsteht aus dem mittleren Hirnbläschen und setzt sich aus Tectum, Tegmentum und Crura 
cerebri zusammen. Aus dem dritten Hirnbläschen entsteht das Rhombencephalon (Rautengehirn), 
bestehend aus Pons, Cerebellum und Medulla oblongata (SCHÜNKE et al. 2006, TREPEL 
2004).  
Zu den Basalganglien zählen bei den Primaten der Nucleus caudatus und das Putamen (auch als 
Striatum, STR bezeichnet), der Globus pallidus (GP) mit seinem medialen (internen, GPi) und 
lateralen (externen, GPe) Teilen. Auf Grund der funktionellen Zusammenhänge können auch die 
Substantia nigra (SN), die sich in die pars compacta (SNpc) und die pars reticulata (SNr) untertei-
len lässt, sowie der Nucleus subthalamicus (NST) mit hinzu gezählt werden (PARENT und 
HAZRATI 1995, SCHÜNKE et al. 2006, TREPEL 2004). Andere Autoren zählen im engeren 
Sinne auch den Nucleus accumbens, das olfaktorische Tuberkel und das ventrale Pallidum zu den 
Basalganglien und erweitern den Begriff noch um die Area tegmentalis ventralis (SMEETS et al. 
2000). Bei Nagern entspricht der GP dem GPe des Menschen, während der endopedunkulare 
Kern (Nucleus endopeduncularis, EPN) vergleichbar mit dem GPi ist (SMITH et al. 1998). Wäh-
rend bei Primaten das Putamen und der Nucleus caudatus durch die interne Kapsel voneinander 
getrennt sind, liegen Putamen und Nucleus caudatus beim Nager zusammen und werden streifen-
förmig von der Capsula interna durchzogen. Diese Struktur bezeichnet man deshalb als Striatum 
(STR), das in einen dorsalen und ventralen Bereich gegliedert werden kann. Im Bereich des vent-
ralen STR liegen auch der Nucleus accumbens und Teile des olfaktorischen Tuberkels lokalisiert 




   
2.2.2 Physiologie der Basalganglien und Pathophysiologie bei Dystonien 
Die Basalganglien haben eine wichtige Funktion für das Lernen und Verfestigen von Bewe-
gungsabläufen, übernehmen aber auch eine regulatorische Funktion bei der Ausführung von Be-
wegungen. Sie haben keinen direkten Kontakt zu den Motorneuronen des Rückenmarkes, son-
dern übernehmen eine wichtige Funktion innerhalb des extrapyramidalen, motorischen Systems. 
Man kann mehrere Verschaltungsschleifen innerhalb des extrapyramidalen Systems unterschei-
den: die motorische, die okulomotrische, die assoziative dorsolaterale-präfrontale und eine asso-
ziative-laterale-orbitofrontale Schleife. Des Weiteren gibt es eine limbische Schleife, die mit dem 
anterioren cingulären Cx assoziiert ist. Diese fünf Schleifen sind nicht komplett voneinander un-
abhängig, sondern beeinflussen sich gegenseitig. Die Basalganglien spielen auch eine wichtige 
Rolle bei emotionalen, assoziativen, die Motivation betreffenden und kognitiven Funktionen. 
Auch werden die Bewegungen über andere extrapyramidale Bahnen reguliert. Die Ausgangssig-
nale der Basalganglien werden nicht nur an die thalamokortikalen Neurone weitergleitet, sondern 
auch an verschiedene andere subkortikale Motorregionen, wie z.B. an die obere Platte (Colliculus 
superiores) des Mittelhirndaches (Tectum mesencephali; GRILLNER et al. 2005, HERRERO et 
al. 2002, PARENT und HAZRATI 1995). 
Im Folgenden soll die Verschaltung der Basalganglien untereinander, beschränkt auf die für die 
Motorik wichtigen Zusammenhänge, vereinfacht dargestellt werden (siehe Abb. 2.1). Das STR, 
die Eingangsstruktur der Basalganglien, erhält seine Afferenzen über glutamaterge Neurone von 
Cx und Th sowie der SN (dopaminerge Afferenzen). Das dorsale STR kann man aus funktionel-
len Betrachtungen heraus dann in einem motorikfördernden Teil, auch „direkter Weg“ genannt, 
und in einen motorikhemmenden Teil, auch als “indirekter Weg“ bezeichnet, unterteilen (Abb. 
2.1.A). Der direkte Weg projiziert über GABAerge Projektionsneurone (MSN) in den GPi und 
hat auf diesen eine inhibitorische Wirkung. Außerdem erhält das STR dopaminerge Afferenzen 
von der SN. Da das STR ebenfalls Efferenzen an die SN sendet, wird von einem Feedback-
Mechanismus ausgegangen (siehe 2.2.3 Striatum). Der GPi erhält auch GABAerge Afferenzen 
vom GPe des STR sowie glutamaterge exzitatorisch wirkende Afferenzen vom NST. Die Effe-
renzen des GPi projizieren über inhibitorische GABAerge Neurone zum Th, dessen glutamaterge 
Bahnen erregend auf motorischen Kortexareale wirken (ALEXANDER und CRUTCHER 1990, 
CARMAN et al. 1965, GROENEWEGEN 2003, PARENT und HAZRATI 1995, SMEETS et al. 
2000, TREPEL 2004). 
Zusätzlich existiert noch der kortiko-subthalamo-pallidale „hyperdirekte“ Weg (NAMBU et al. 
2002). Der NST erhält direkte glutamaterge Afferenzen vom Cx und verschaltet diese Signale 
über glutamaterge Neurone weiter an den GPi und an die SNr. 
Eine heute gängige Hypothese zur Pathophysiologie von Dystonien ist, dass über Fehlfunktionen 
des STR eine erhöhte Aktivität des direkten Wegs zur vermehrten Hemmung des GPi bzw. EPN 
und somit zu einer Enthemmung der exzitatorischen thalamokortikalen Projektionen führt (siehe 




   
Entladungsmuster der Neurone des GPi/EPN für die Dystoniesymptomatik von Bedeutung 
(GERNERT et al. 2002, VITEK 2002, VITEK et al. 1999). 





2.2.3 Das Striatum 
Das dorsale STR kann in zwei Kompartimente unterteilt werden: Die Striosomen und die Matrix. 
Dies verleiht dem STR auf funktioneller Ebene eine mosaikartige Struktur, die makroskopisch 
B A 
Abb. 2.1: Stark vereinfachtes Schema zu den Veränderung der Basalganglien-Thalamus- 
Schleife (BTS) bei der Dystonie modifiziert nach (HENDRIX und VITEK 2012) 
 
A: Modellhafte Verschaltung zwischen den Basalganglien (hellblau) und dem Thalamus (grün) 
in der BTS bei gesunden Individuen. Direkter und indirekter Weg halten sich die Waage. 
B: Modellhaft dargestellte veränderte Signalwege bei Dystoniepatienten. Durch eine Fehlsteue-
rung innerhalb des Striatums kommt es zu einer stärkeren Aktivierung des direkten striatalen 
Signalweges und somit zu einer Inbalance zwischen direkten und indirekten Signalweg. Folg-
lich kommt es zu einer stärken Inhibition des Globus pallidus internus. Dies führt zu einer Ent-
hemmung des Th. 
Grüne Pfeile: exzitatorische Wirkung auf das Zielgebiet (Neurotransmitter: Glutamat); rote 
Pfeile: inhibitorische Wirkung auf das Zielgebiet (Neurotransmitter: GABA); lila Pfeile: Neuro-
transmitter Dopamin; dünnerer und gestrichelter Pfeil: vermindertes Ausgangssignal; dicke 
Pfeile: verstärktes Ausgangssignal. D1/D2: Projektionsneurone mit Dopamin-D1/D2-Rezeptor; 
GPe: Globus pallidus externus; GPi: Globus pallidus internus; NST: Nucleus subthalamicus; 




   
nicht sichtbar ist. Die Striosomen, auch als „Patches“ bezeichnet, sind reich an µ-Opioid-
Rezeptoren und arm an Acetylcholinesterase. Die Matrix umgibt die Striosomen und ist reich an 
Acetylcholinesterase und besitzt nur wenige µ-Opioid-Rezeptoren (DESBAN et al. 1993, 
GRAYBIEL und RAGSDALE 1978, HERKENHAM und PERT 1981). In der striatalen Matrix 
ist Calbindin und Somatostatin (SomS) nachweisbar, wobei SomS in den Nervenfasern innerhalb 
der Matrix vorkommt (GERFEN et al. 1985). In beiden Kompartimenten sind Enkephalin, Sub-
stanz P und Dynorphin nachweisbar (siehe 2.2.3.1; BESSON et al. 1990, GERFEN und YOUNG 
1988). Die Unterscheidung der beiden Kompartimente ist sinnvoll, da z.B. die striatonigralen 
MSN (siehe 2.2.3.1) der Striosomen in die SNpc projizieren, während die MSN der Matrix in die 
SNr strahlen. Des Weiteren erhalten die MSN der Matrix im lateralen STR ihre Afferenzen vom 
sensomotorischen Cx, während die Striosomen ihre Signale vom prälimbischen Cx erhalten 
(DONOGHUE und HERKENHAM 1986, GERFEN 1984).  
 
2.2.3.1 Die Projektionsneurone des Striatums 
Bei den Projektionsneuronen handelt es ich um mittelgroße GABAerge Neurone, deren Somata 
einen Durchmesser von ca. 15 µm haben. Sie unterscheiden sich von den Interneuronen (IN; sie-
he 2.2.3.2) auch dadurch, dass die Dendriten viele Dornfortsätze (Spines) besitzen (KAWAGU-
CHI 1997). Daher werden diese als „medium spiny neurons“ (MSN) bezeichnet. Bei diesen Spi-
nes handelt es sich um Ausstülpungen der neuronalen Zellmembran. Sie können in einen Kopf 
und einen Hals (spine neck) unterteilt werden und bilden den postsynaptischen Teil der Synapsen 
mit den glutamatergen kortiko- und thalamostrialen und dopaminergen nigrostriatalen Afferenzen 
(NAKANO et al. 2000, NIMCHINSKY et al. 2002). Die MSNs stellen beim Nager 90–95 % der 
Neuronenpopulation des STRs dar (KAWAGUCHI et al. 1995, KREITZER 2009). Vereinfacht 
dargestellt können zwei Typen von MSN unterschieden werden (s. Abb. 2.1 A): (1) Die striato-
nigralen MSN des direkten Weges, die den Dopamin-D1-Rezeptor (D1-Rezeptor) besitzen und 
die Substanz P sowie Dynorphin exprimieren, (2) die striatopallidalen MSN des indirekten Weg-
es, die den Dopamin-D2-Rezeptor (D2- Rezeptor) und Enkephalin exprimieren (GERFEN et al. 
1990, GERFEN und SURMEIER 2011).  
 
Ihre Aktivität wird nicht nur über Glutamat- und Dopaminrezeptoren, sondern auch über Adeno-
sin-, Opiat- Cannabinoid- und Histaminrezeptoren beeinflusst (ALFARO-RODRIGUEZ et al. 
2013, BLOMELEY und BRACCI 2011, ELLENDER et al. 2011, HERKENHAM et al. 1991, 
KÜPPENBENDER et al. 2000, TUKEY und ZIFF 2013, VASTAGH et al. 2012). Von besonde-
rer Bedeutung sind intrinsische Einflüsse über cholinerge und GABAerge IN (siehe 2.2.3.2). Auf 
den MSN sind m1- und m4 muscarinerge Acetylcholinrezeptoren (ACH-Rezeptor) sowie GA-
BAA-Rezeptoren lokalisiert (INCE et al. 1997, WALDVOGEL et al. 1999, YAN et al. 2001). Die 
Verschaltung der MSN ist somit sehr komplex. Es konnte gezeigt werden, dass die IN starke sy-
naptische Verbindungen zu den MSN besitzen. Des Weiteren besitzen die MSN untereinander 





   
2.2.3.2 Die Interneurone (IN) des Striatums 
Die IN werden in vier Typen unterteilt (KAWAGUCHI et al. 1995):  
(1) die GABAergen Parvalbumin-positiven IN (PV+ IN), die 3-5 % der striatalen Neurone beim 
Nager repräsentieren;  
(2) die GABAergen Calretinin-positiven IN (CR+ IN). Sie repräsentieren nur 0,5 % der striatalen 
Gesamtneuronenpopulation beim Nager;  
(3) die GABAergen Stickstoffoxidsynthase-positiven IN (NOS+ IN), die auch Somatostatin 
(SomS) und sowohl das Neuropeptid Y (NY) und die Nicotinamidadeninnukleotidphosphat-
Diaphorase exprimieren (NADPH-d). Sie machen 1-2 % der striatalen Neurone beim Nager aus.  
(4) die cholinergen IN, die die Cholinacetyltransferase (ChAT) als Markerproteine exprimieren. 
Die Population der cholinergen IN liegt beim Nager bei 1-2% der Neurone im STR (KAWAGU-
CHI 1997, KAWAGUCHI et al. 1995, RYMAR et al. 2004).  
Es gibt Hinweise auf weitere Subpopulationen von IN. Dazu zählen z.B. die Tyrosinhydrolase-
positive IN. Inwieweit es sich bei diesen IN um dopaminerge oder GABAerge IN handelt wird 
noch diskutiert, da sie sowohl das Enzym Glutamatdecarboxylase (GAD) als auch einen Dopa-
mintransporter exprimieren (IBÁÑEZ-SANDOVAL et al. 2010, TEPPER et al. 2010). Dopamin 
hat auch einen regulatorischen Einfluss auf die Anzahl der Tyrosinhydroxylase-positiven IN 
(BUSCETI et al. 2012). MUNOZ-MANCHADO et al. (2016) konnten auf Grund des Nachweises 
von IN, die positiv für den Serotonin-Rezeptor vom Subtyp 3a sind, zwei weitere Subpopulatio-
nen charakterisieren. Bei der ersten Subpopulation handelt es sich um NY-negative, neuroglia-
forme IN, die zu den spätfeuernden („late-spiking“) IN gezählt werden. Bei der zweiten Subpo-
pulation handelt es sich um niederschwellig feuernde IN (low-threshold spiking IN), die negativ 
für NOS, SomS und NY sind.  
 
Im Folgenden werden auf Grund Ihrer Bedeutung für die hier vorliegende Arbeit nur die 4 Inter-
neuronengruppen nach KAWAGUCHI et al. (1995) berücksichtigt. Bei PV+ Zellen im STR han-
delt es sich um mittelgroße IN mit einer Perikardgröße (Breite/Länge) von 11 µm/14 µm bis 12 
µm/20 µm (GERFEN et al. 1985). Es sind GABAerge IN, auf deren Dendriten und Axonen, wie 
bei allen IN, keine Dornfortsätze vorhanden sind. Bei dem Marker-Protein Parvalbumin (PV) 
handelt es sich um ein Kalzium-bindendes Protein. PV+ IN konnten in den Striosomen und der 
Matrix nachgewiesen werden. Es konnte gezeigt werden, dass ihre Axone und Dendriten Grenzen 
zwischen Striosomen und Matrix überwinden. Bei ca. 83 % handelt es sich um mittelgroße IN, 
während 15 % eine Population von kleinen IN und 2 % eine Population von großen IN darstell-
ten. Drei verschiedene unterschiedliche Expressionsmuster für PV wurden beschrieben: Es gibt 
(1) IN mit starkem Nachweis von PV bis in die distalen Dendriten; (2) IN, bei denen nur Stroma 
und proximale Dendriten angefärbt waren und (3) IN bei denen PV nur im Stroma nachweisbar 
war (COWAN et al. 1990, KITA et al. 1990). 
Die PV+ IN erhalten ihre Afferenzen vom Cx. Sie besitzen aber auch untereinander und mit an-




   
direkten und indirekten Weges und auch zu anderen GABAergen IN (aber nicht zu cholinergen 
IN). Sie stellen die bedeutendste inhibitorische Quelle für die MSN dar (KAWAGUCHI et al. 
1995, TEPPER et al. 2010). Es handelt sich um schnell feuernde Neurone (fast spiking IN, FSI), 
die sich dadurch auszeichnen, dass sie auf depolarisierenden kurzen Strom mit kurz anhaltenden 
und mit gleichmäßiger Frequenz erscheinenden Aktionspotenzialen mit anschließend kurzer Hy-
perpolarisationsphase antworten (KAWAGUCHI 1993). Ein Großteil der PV+ IN exprimiert den 
Cannabinoidrezeptor 1 (CB1) und es konnte gezeigt werden, dass bei CB1 knockout Mäusen die 
Zelldichte und Färbeintensität von PV+ IN im dorsolateralem STR im Vergleich zu normalen 
Mäusen verringert ist (FITZGERALD et al. 2011, FUSCO et al. 2004). Außerdem konnte bei 
einigen die Expression des D2-Rezeptors nachgewiesen werden, während eine Expression des 
D1-Rezeptors bei keinem PV+ IN nachweisbar war. Des Weiteren besitzen die FSI den Kalium-
kanal Kv 3.1 und exprimieren das Isoenzym GAD67 (LENZ et al. 1994). Auch AMPA (α-
Amino-3-hydroxy-5-methyl-4-isoxazol-Propionsäure)-Rezeptoren 1, 2/3 und 4 sowie der NMDA 
(N-Methyl-D-Aspartat)-Rezeptor vom Subtyp NR1 und glutamaterge Rezeptoren der Kainat-
Rezeptorgruppe konnten auf  PV+ IN nachgewiesen werden, wobei jedoch nicht jeder Rezeptor 
bei jedem PV+ IN nachweisbar ist (CHEN et al. 1996, TALLAKSEN-GREENE und ALBIN 
1994). Die PV+ IN exprimieren den GABAB- und den GABAA-Rezeptor mit der α1-Untereinheit 
(WALDVOGEL et al. 1999). Des Weiteren können PV+ IN durch Acetylcholin über nikotinerge 
Acetylcholinrezeptoren aktiviert werden (KOOS und TEPPER 2002).  
 
Die CR+ IN exprimieren das Kalzium-bindende Protein Calretinin und haben einen Durchmesser 
von 9-17 µm. Die Somata sind rund bis oval und haben ein bis drei primäre Dendriten. Sie sind 
ebenfalls positiv für GAD67. Bei der Ratte nimmt die Zelldichte von rostral nach kaudal ab, wäh-
rend beim Menschen und Primaten ein derartiger rostrokaudaler Gradient nicht vorhanden ist. Bei 
Menschen und Primaten handelt es sich um die größte Interneuronenpopulation (BENNETT und 
BOLAM 1993, CICCHETTI et al. 1998, KAWAGUCHI et al. 1995, WU und PARENT 2000). 
Die CR+ IN sind noch nicht elektrophysiologisch charakterisiert (TEPPER et al. 2010). Sie ex-
primieren wie die PV+ IN den GABAB- und GABAA-Rezeptor mit der α1-Untereinheit (WALD-
VOGEL et al. 1999). 
 
Die NOS+ IN sind positiv für SomS und NY (auch APP, Avian Pancreatic Polypeptide–like). Sie 
zeigen eine Reaktion beim NADPH-d-Aktivitäts-Nachweis (DAWSON et al. 1991, RUSHLOW 
et al. 1995, VINCENT et al. 1983). KITA et al. (1990) konnten nachweisen, dass es sich bei den 
NADPH-d positiven Neuronen um unterschiedliche Neuronenpopulationen handelt. Nach FI-
GUEREDO-CARDENAS et al. (1996) stellen auch die NOS+ IN eine heterogene Gruppe dar. Es 
gibt z.B. bei Ratte und Katze Subpopulation von NOS+ Neuronen, die zwar SomS exprimieren, 
bei denen aber kein NY nachweisbar ist (MUNOZ-MANCHADO et al. 2016). Inwiefern es sich 
um unterschiedliche Typen von IN handelt ist noch nicht geklärt. Die NOS+ IN sind positiv für 




   
Durchmesser von 17,0 + 4 µm (KUBOTA et al. 1993, TEPPER et al. 2010). Elektrophysiolo-
gisch werden diese Zellen den persistierenden und niedrigschwellig feuernden Neuronen („persis-
tent and low-threshold spiking cells“) zugeordnet. Diese sind durch niedrigschwellige Aktionspo-
tenziale und eine persistierende Depolarisation charakterisiert (KAWAGUCHI 1993). Wenige 
SOM+ IN exprimieren den D1-Rezeptor, aber nicht den D2-Rezeptor (LE MOINE et al. 1991). 
93% der NOS+ IN besitzen den m1 ACH-Rezeptor  und ca. 15 % der Zellen den m4 ACH-
Rezeptor (BERNARD et al. 1992). Des Weiteren besitzen die SOM+ IN den NMDA-Rezeptor 
vom Subtyp NR1 und, wie die PV+ IN, die zur Kainat-Rezeptorgruppe gehörenden Glutamatre-
zeptoren 5-7 (CHEN et al. 1996). Die NMDA-Rezeptoren von Subtyp NR2 konnten zwar beim 
Menschen (NR 2b/d), aber nicht im Nager nachgewiesen werden (CHEN und REINER 1996, 
KÜPPENBENDER et al. 2000). Die Expression des Substanz P- und des CB1-Rezeptors (ca. 30 
%) wurde beschrieben (KANEKO et al. 1993). 
Bei den ChAT+ IN handelt es sich um große IN mit einer Größe des Somas von 20–40 µm. 
Elektrophysiologisch gehören sie zur Gruppe der Neuronen mit einer langdauernden „Nachhy-
perpolarisationsphase“ („long- lasting afterhyperpolarization“). Nach einem Aktionspotenzial 
kommt es zu einer langen Phase der Hyperpolarisation, weshalb es nur zu einzelnen Aktionspo-
tentialen kommen kann. Durch Modulation der Nachhyperpolarisationsphase können diese IN 
ohne synaptischen Input spontane tonische Aktionspotenziale zeigen. Sie werden deshalb auch 
als tonisch aktive Neurone bezeichnet (BENNETT et al. 2000). Diese IN exprimieren die lange 
Isoform des D2-Rezeptors und in sehr geringem Maße auch den D1-Rezeptor (LE MOINE und 
BLOCH 1991, LE MOINE et al. 1991). Alle cholinergen IN exprimieren die NMDA NR1- und 
NR2b-Rezeptoren und die Kainat-Rezeptoren  (CHEN und REINER 1996, CHEN et al. 1996, 
KÜPPENBENDER et al. 2000). Während MARTIN et al. (1993) bei cholinergen IN glutamater-
ge AMPA-Rezeptoren nachweisen konnten, gelang CHEN et al. (1996) der entsprechende Nach-
weis nicht. Auf den ChAT+ IN konnte der Tyrosinkinase Rezeptor A und auf einigen der CB1 
nachgewiesen werden (FUSCO et al. 2004, SOBREVIELA et al. 1994). Die meisten ChAT+ IN 
exprimieren den GABAB-Rezeptor, aber nicht den GABAA-Rezeptor (WALDVOGEL et al. 
1999). 
2.2.3.3 Die Entwicklung des Striatums 
Das STR entwickelt sich aus den ganglionären Eminenzien (Ganglienhügeln). Diese liegen im 
ventralen Teil des Telencephalonbläschens, also im Bereich des Übergangs zum Diencephalon. 
Der größte Teil der Zellen des STR stammt aus drei unterschiedlichen Ganglienhügeln, die eng 
beieinander liegen. So wandern die MSN aus der lateralen ganglionären Eminenz (LGE, Maus ca. 
Embryonaltag (E) 11-16) und bestimmte IN aus der medialen ganglionären Eminenz (MGE, 
Maus ab ca. E 14,5) ein (Abb. 2.2). Einige Zellen aus dem kaudalen Teil des STR stammen ur-
sprünglich aus der kaudalen ganglionären Eminenz. Weitere IN wandern auch aus dem angren-
zenden präoptischen/anterioren endopedunkulärem Bereich (POa/AOP) ein. Die Ganglienhügel 
kann man noch in eine ventrikuläre (VZ) und subventrikuläre Zone (SVZ), sowie eine Mantelzo-




   
FISHELL und VAN DER KOOY (1987) konnten durch Untersuchungen mit Injektionen von 
[3H]Thymidin in unterschiedlich alten Embryonen zeigen, dass bei der Ratte Zellen um den E 13 
aus der LGE in das STR einwandern. Diese Zellen bilden dann die Striosomen. Wenige Tage 
später (ca. E 15 bis E 20) wandern dann auch die Zellen ein, die die striatale Matrix ausformen.  
 
Zu dieser Zeit wandern nur noch wenige Zellen in die Striosomen ein. Die verspätete Einwande-
rung der Zellen aus der SVZ der LGE wird vermutlich durch die Homöoboxgene Dlx-1 und -2 
gesteuert, da es bei Mausmutanten, denen diese Gene fehlten, zu keiner Einwanderung dieser 
Zellen in die Matrix kommt, aber durchaus die Zellen der Striosomen einwandern. Dlx-1 und -2 
regulieren außerdem die Homöoboxgene Dlx-5 und -6 (ANDERSON et al. 1997). Der so genann-
te „forkhead transcription factor 1“ (Foxp1) spielt eine wichtige Rolle für die Entwicklung der 
MSN der Matrix, und könnte ein nachgeschalteter Transkriptionsfaktor der Dlx-1/-2 und Dlx-5/-6 
Kaskade sein (TAMURA et al. 2004). Auch der Helios-Transkriptionsfaktor ist involviert 
(MARTÍN-IBÁÑEZ et al. 2012). Des Weiteren spielt der Transkriptionsfaktor COUPTF1-
interacting protein 2 (CTIP2) eine wichtige Rolle für die Entwicklung der MSN. Dieser reguliert 
auch die Gene Kcnip2, PC4L1 und Neto1, die vorwiegend von den MSN der Striosomen expri-
miert werden (ARLOTTA et al. 2008). Zum Ende der Embryonalzeit kann die Aktivierung des 
D1-Rezeptors die Expression von GAD65 und der adulten GAD67 im STR steigern, während die 
Expression der juvenilen GAD67 Splicingvariante abnimmt. Hierbei wurde nicht zwischen MSN 
und IN unterschieden. Somit scheint der D1-Rezeptor eine wichtige Funktion in der Ausreifung 
des striatonigralen Signalweges einzunehmen (KÜPPERS et al. 2000).  
Bei der Maus sind Zellen, die das Homeodomäne Protein Nkx 2.1 (siehe Punkt 2.4 Nkx 2.1) ex-
primieren, ab dem Zeitpunkt E 14,5 im STR nachweisbar. Die Zellen aus der LGE wandern bei 
der Maus zwischen E 11-E 16 ein. Nkx 2.1 wird nicht von Progenitorzellen der LGE exprimiert, 
 
Abb. 2.2 Migration striataler Neurone modifi-
ziert nach MARIN et al. (2000) 
Die MSN (schwarz) wandern in das Striatum aus 
dem lateralen Ganglienhügel (LGE, hellrot: sub-
ventrikuläre Zone, dunkelrot: ventrikuläre Zone) ein. 
Die PV+, CR+ und ChAT+ IN wandern aus dem 
medialen Ganglienhügel (MGE, gelb: subventrikulä-
re Zone, orange: ventrikuläre Zone) in das sich bil-
dende Striatum ein. Die Zellen aus der MGE expri-
mieren fast alle das Homöodomänprotein Nkx 2.1. 





   
sondern die Zellen stammen hauptsächlich aus der MGE und wenige aus der POa/AOP. Die Ex-
pression von Nkx 2.1 bleibt bei ausgereiften IN erhalten. Des Weiteren konnte gezeigt werden, 
dass alle PV+ und ChAT+ IN zu 100 % und die CR+ IN zu 92 % am postnatalen Tag (P) 18 posi-
tiv für Nkx 2.1 sind und aus der MGE stammen. Die NOS+ IN sind alle Nkx 2.1 negativ. Über 
Studien an Mash 1 und Nkx 2.1 Mutanten konnte gezeigt werden, dass diese Zellen wahrschein-
lich auch aus der MGE einwandern, dann allerdings Nkx 2.1 runterregulieren. Mash 1, Dlx-1 und 
-2 regulieren die frühe und späte Einwanderung der IN, während die LIM Homöoboxgene Lhx-6 
und -7 spezifische Interneuronensubtypen regulieren. Lhx-6 z.B. reguliert den Interneuronentyp 
von NOS+ IN (MARIN et al. 2000). Das LIM-Motiv definiert eine Unterklasse von Proteinen, 
die für die Zellidentität, Differenzierung und Wachstumskontrolle wichtig sind (Die Abkürzung 
setzt sich aus den Genen lin-11, Isl-1 und mec-3 zusammen; ARBER und CARONI 1996, SAN-
CHEZ-GARCIA und RABBITTS 1994). 
Der LIM-Homeodomäne-Transkriptionsfaktor Isl-1 (Gen: Islet 1) wird in cholinergen IN expri-
miert und ist bei der Ratte ab dem E 13 in der MGE, ab E 15 in der LGE und dann ab ca. E 18 im 
STR nachweisbar. Isl-1 ist nur in cholinergen und nicht in GABAergen IN nachweisbar. Die cho-
linergen IN exprimieren auch das Homöoboxprotein Lhx-7 und können nur ihren typischen Phä-
notyp (Marker ChAT) exprimieren, wenn durch Isl-1 das Homöoboxprotein Lhx-6 herunterregu-
liert wird. Bleibt die Expression von Lhx-6 erhalten, wird Lhx-7 herunterreguliert und die Neuro-
ne zeigen Charakteristika der PV+ und NOS+ IN (LOPES et al. 2012, WANG und LIU 2001).  
Das LIM-Domänen-bindende Protein 1 (Ldb 1) spielt für die Entwicklung der PV+ und ChAT+ 
IN ebenfalls eine Rolle (ZHAO et al. 2014). Es gibt Hinweise darauf, dass der Östrogenrezeptor 
β in der Entwicklung von CR+ IN eine Rolle spielen könnte. Er wird in einigen Zellen ab E 15,5 
in der Maus nachgewiesen. In einigen anderen Gehirnregionen hat der Östrogenrezeptor einen 
Einfluss auf die Entwicklung der CR+ IN. Dies wurde aber nicht speziell für das STR untersucht 
(WANG und LIU 2001).  
Die Einwanderung der CR+ IN unterliegt, vergleichbar zu den Zellen der LGE, einem biphasi-
schen Verlauf. So wandern die späteren CR+ IN der Striosomen in der Ratte um den E 13-15 ein, 
während die Zellen der Matrix mehr um E 16-18 einwandern (RYMAR et al. 2004). Die meisten 
Zellen, die später PV-positiv sind, wandern bei der Ratte in das STR um den E 13 bis 18 ein. Da-
nach ist nur noch die Einwanderung weniger Zellen nachweisbar. Es gibt Hinweise darauf, dass 
die zukünftigen PV+ IN um den Zeitraum des E 15 vermehrt in die Striosomen einwandern und 
weniger in die Matrix. Allerdings wurde dies nicht genauer untersucht. Im Vergleich dazu wan-
dern die cholinergen IN mit einem rostrokaudalen Gradient früher in das STR ein (ca. E 11 - 
E16), während die NOS+ IN etwas später einwandern (ca. E 13 - E17; SADIKOT und 
SASSEVILLE 1997, SEMBA et al. 1988).  
Über die postnatale Entwicklung striataler IN ist nur wenig bekannt. Im Rattenstriatum sind PV+ 
IN ab ca. dem 9. Lebenstag (LT) im lateralen Bereich nahe der externen Kapsel nachweisbar. 
Danach kommt es zuerst zu einem leichten Anstieg der Anzahl dieser Zellen im Bereich des late-




   
kommt es zu einem stärkeren Zellzahlanstieg und die Zellen „breiten“ sich entlang der Kapsel in 
dorsaler und ventraler Richtung aus und sind einige Lebenstage später auch im medialen Teil des 
STR nachweisbar (SCHLÖSSER et al. 1999). Die Zunahme der Gesamtzahl der PV+ IN im Be-
reich der 2.-3. Lebenswoche konnte durch PLOTKIN et al. (2005) bestätigt werden. In analogen 
Studien konnte auch im Mäusegehirn in derselben Region ein Anstieg von PV+ IN nach der ers-
ten Lebenswoche nachweisen werden (ETO et al. 2010). Interessanterweise ändert sich zu dieser 
Zeit die Anzahl der GAD67 positiven Zellen nicht. Wie oben erwähnt, wird  GAD67 von PV+ IN 
exprimiert (LENZ et al. 1994). Bereits noch nicht ausgereifte, später schnellfeuernde INs weisen 
eine starke Verbindung zu ihren kortikalen Afferenzen auf. Schon in der Reifungsphase können 
diese auf Stimulation mit einer relativen hohen Feuerrate reagieren. Innerhalb der dritten Le-
benswoche kommt es vermutlich im Zusammenhang mit der verstärkten Expression des Kalium-
kanals Kv3.1 und PV zu einer Ausreifung der elektrophysiologischen Eigenschaften (PLOTKIN 
et al. 2005). 
CR+ IN sind schon ab dem ersten Lebenstag im STR nachweisbar. Die Verteilung ist mit einem 
Schwerpunkt im ventromedialen Bereich inhomogen. Bei der Ratte konnte im Bereich des 2.-5. 
LT ein starker Anstieg der Zellzahl und der Nervenfasern von CR+ INs gezeigt werden. Bei der 
Verteilung dieses Zelltyptes ist allerdings ein mediolateraler Gradient erkennbar. Interessanter-
weise kommt es dann bis zum 20. Tag postnatal zu einer starken Abnahme der Anzahl positiver 
CR+ IN, wobei es einen beträchtlichen Gradienten von medial nach lateral gibt (SCHLÖSSER et 
al. 1999). 
CR+ und PV+ IN erfahren bei adulten Tieren im Cx Veränderungen, was dort zur synaptischen 
Plastizität beiträgt (UENO et al. 2015). Für CR+ IN konnte auch im adulten STR eine Zunahme 
festgestellt werden (DAYER et al. 2005, INTA et al. 2015).  
Für die NOS+ IN wird im Gegensatz zu den PV+ und den CR+ INs eine Abnahme der Zellzahl 
beschrieben. So sind in der 1. und 2. Lebenswoche deutliche höhere Zelldichten im Vergleich zur 
4. und 8. Lebenswoche im Mäusestriatum nachweisbar (ETO et al. 2010).  
Zum Zeitpunkt der Geburt sind ChAT+ Zellen nur in einer geringen Anzahl nachweisbar. Die 
Anzahl der nachweisbaren cholinergen IN steigt ab dem Zeitpunkt der Geburt. Diese Zunahme 
stagniert dann kurzzeitig am Anfang der 2. Lebenswoche und erreicht seine Endzahl am 15.-20. 
LT. Während am 15. LT ein deutlich lateromedialer Gradient zu erkennen ist, ist die Verteilung 
zum 20. LT eher gleichmäßig (SCHLÖSSER et al. 1999).  
Bemerkenswert ist, dass sich die Gesamtzahl der Neurone im postnatalen STR in den ersten 8 
Wochen nicht ändert (ETO et al. 2010). Die regulatorischen Mechanismen für die Ausreifung 
von IN sind bis zur heutigen Zeit nicht bekannt. Vermutlich spielt der Brain-derived Neurotro-
phic Factor (BDNF) eine wichtige Rolle bei der Ausreifung von IN postnatal (ETO et al. 2010). 




   
2.3 Tiermodelle für die Dystonie 
2.3.1 Hinweise auf Veränderungen striataler IN in Tiermodellen für die Dystonie 
Viele Erkenntnisse über die Pathogenese der Dystonie stammen von Befunden an Tiermodellen. 
Im Allgemeinen sind Tiermodelle bei neurologischen Erkrankungen unverzichtbar, da viele zel-
luläre und molekulare Veränderungen sowie pathophysiologische Veränderungen beim Men-
schen nicht untersucht werden können. Einige Autoren teilen die Tiermodelle für Dystonien in 
die Gruppe der ätiologischen und in die Gruppe der symptomatischen (phänotypischen) Modelle 
auf (WILSON und HESS 2013). Andere Autoren treffen auch Einteilungen auf der Grundlage 
von Modellen, wie spontane Mutationen im Vergleich zu generierten genetisch veränderten 
Tiermodellen. Im Gegensatz zu Spontanmutationen, wie die dt
sz
 Mutante, weisen die meisten 
ätiologischen Modelle keinen dystonen Phänotyp auf (RICHTER und RICHTER 2014). Inzwi-
schen gibt es eine große Anzahl genetisch veränderter Tiermodelle. Es gibt genetisch veränderte 
Modelle von Caenorhabditis elegans und Drosophila melanogaster (CALDWELL et al. 2013), 
sowie viele Nagermodelle, wie z.B. DYT 1 ΔGAG knock-in, knock-out und knock-down Mäuse, 
die STR-spezifische DYT1 konditionale Maus, transgene Mäuse, sowie weitere ätiologische 
Mausmodelle für Dystonien mit bekannten Gendefekten, wie DYT 11 und DYT 12. Hierzu wird 
auf Übersichtsarbeiten verwiesen (JINNAH et al. 2008, OLEAS et al. 2013, RICHTER und LÖ-
SCHER 1998, RICHTER und RICHTER 2014). Nachfolgende Beschreibungen beschränken sich 
auf Tiermodelle bei denen Veränderungen striataler IN gefunden bzw. induziert wurden. 
Erste Daten zu Fehlfunktionen von GABAergen IN bei Dystonien ergaben sich durch pathophy-
siologische Untersuchungen der dt
sz
 Hamstermutante (siehe 2.3.2). Die Bedeutung von GABAer-
gen IN für die Dystonie konnte durch pharmakologische Versuche an Mäusen bestätigt werden 
(GITTIS et al. 2011). GITTIS et al. (2011) gelang an Mäusen über eine pharmakologisch indu-
zierte Feuerratenreduktion spezifisch für PV+ IN der Beweis, dass durch Reduktion der Feuerrate 
der PV+ IN und der damit verbundenen geringeren Inhibition der MSN Dystoniesymptome aus-
gelöst werden können.  
In striatalen ChAT+ IN wurde am 14.-21. LT bei einem Mausmodell für die DYT1 (Mutation in 
dem Protein TorsinA) ein vermehrter Gehalt an TorsinA gefunden (OBERLIN et al. 2004, XIAO 
et al. 2004). An Schnitten eines Mausmodelles, welches das humane mutierte TorsinA überex-
primiert (Bezeichnung hMT1), konnte bei ChAT+ IN durch Aktivierung des D2-Rezeptors an-
stelle einer inhibitorischen eine exzitatorische Wirkung festgestellt werden (PISANI et al. 2006). 
Diese führt bei diesem Modell außerdem zu einer Inbalance zwischen Dopamin und Acetylcholin 
im striatalem System, was sich bei elektrophysiologischen Messungen durch eine erhöhte Feuer-
rate der cholinergen IN äußert. Über Untersuchungen des D2-Rezeptors an Gehirnschnitten einer 
DYT1 ΔGAG knock-in Mauslinie (Bezeichnung Tor1a+/ΔGAG) und dem Einsatz von Anticholi-
nergika konnte ebenfalls die Hypothese bestätigt werden, dass die Überaktivität der striatalen 




   
kostriataler Langzeitdepression (engl. longterm depression) der MSNs hat. Auch zeigten elektro-
physiologische Untersuchungen, dass bei diesem Modell mit dem humanen TorsinA, genauso 
wie bei einer DYT1 ΔGAG knock-in Mauslinie, durch Aktivierung von thalamostriatalen Axo-
nen nicht wie in gesunden Mäusen eine Unterbrechung der Feuerrate der ChAT+ IN verursacht 
werden kann. Diese Effekte scheinen spezifisch nur für das STR nachweisbar zu sein (DANG et 
al. 2012, GOODCHILD et al. 2005, MARTELLA et al. 2014, SCIAMANNA et al. 2012b, SCI-
AMANNA et al. 2011).  Interessant ist, dass es durch negative allosterische Modulatoren am me-
tabotropen Glutamatrezeptors 5 über den PI3K/Akt Signalweg zu einer Normalisierung der D2-
Rezeptoraktivität kommt (SCIAMANNA et al. 2014). Durch Untersuchungen an einer Knock-out 
Linie, bei der spezifisch das TorsinA in Chat+ IN runterreguliert wird, wurde ein direkter Zu-
sammenhang zwischen den oben beschriebenen Veränderungen und dem intrazellulären TorsinA 
nachgewiesen (SCIAMANNA et al. 2012a). Ebenfalls konnte in dieser Mauslinie, genauso wie in 
einer Mauslinie ohne TorsinA (Tor1a(-/-)) Veränderungen an der Kernhülle von Neuronen nach-
gewiesen werden, die während der Ausreifungsphase der Neurone zunahmen (GOODCHILD et 
al. 2005). Beim DYT1 ΔGAG knock-in Mausmodell zeigten sich auch moderate strukturelle 
Veränderungen der PV+, ChAT+ und NOS+ IN (SONG et al. 2013).  
In der vorliegenden Arbeit wurden weiterführende Untersuchgen zur Migration und Ausreifung 
von PV+ IN beim dt
sz
 Hamster durchgeführt. Nachfolgend werden daher die wichtigsten Charak-
teristika und pathophysiologischen Befunde im dt
sz
 Hamster beschrieben. 
2.3.2 Die dtsz Hamstermutante 
Die dt
sz
 Hamstermutante geht auf die Inzuchtlinie BIO 86.93 von Syrischen Goldhamstern (Me-
socricetus auratus auratus) der BIO-Research Consultants (Cambridge, USA) zurück. Bei dieser 
Inzuchtlinie wurden spontane motorische Anfälle, die autosomal rezessiv vererbt werden, zu-
nächst als epileptische Anfälle fehlinterpretiert. Damals schlug man aus diesem Grund als Gen-
symbol „sz“ für „seizures“ vor (YOON et al. 1976). Der Gendefekt ist bis heute nicht bekannt. 
Vermutlich ist es aber keiner der bis heute bekannten DYT Gendefekte (RICHTER und RICH-
TER 2014). Genauere Untersuchungen mittels Verhaltensstudien, pharmakologische, elektroen-
zephalographische (EEG) und elektromyographische (EMG) Studien zeigten, dass es sich bei 
dem Hamstermodell nicht um ein Modell für die Epilepsie handelt, sondern um ein Modell für 
die paroxysmale Dystonie. Das Gensymbol wurde daher in dt
sz
 geändert (LÖSCHER et al. 1989, 
RICHTER und LÖSCHER 1998). Die dystonen Episoden können durch Stress induziert werden 
(siehe 3.1) und dauern 3 bis 5 Stunden an. Der Schweregrad der Dystonie kann nach einem 
Score-System eingeteilt werden, wie in Kapitel 3.1 näher beschrieben ist (LÖSCHER et al. 1989, 
RICHTER und LÖSCHER 1998, RICHTER und RICHTER 2014). Die Dystonie tritt ge-
schlechtsunabhängig auf. Gonadektomie hatte keinen Einfluss auf Beginn, Remission und Aus-
prägung der Dystonie (LÖSCHER et al. 1995). Dystone Störungen können ab dem 16. LT beo-




   
nimmt der Schweregrad kontinuierlich ab. Bei ca. 10 Wochen alten dt
sz
 Hamster sind keine dys-
tonen Symptome mehr durch Stress induzierbar (RICHTER und LÖSCHER 1998).  
2.3.3 Veränderungen in den Basalganglien beim dtsz Hamster 
Erste Untersuchungen mit histologischen Standardmethoden ohne spezifische Markierungen von 
Neuronen-Typen ergaben keine pathomorphologischen Veränderungen (WAHNSCHAFFE et al. 
1990). Nachfolgende 2-Deoxyglukose (2-DG)-Studien und neurochemische Studien schlossen 
z.T. über 100 verschiedene Gehirnregionen ein. Hierbei zeigten sich zwar teils Veränderungen im 
Cerebellum, limbischen Strukturen, Nucleus ruber und Vestibularkernen, am häufigsten fielen 
jedoch Abweichungen im STR und den ventralen Thalamuskernen auf (RICHTER 2005, RICH-
TER und LÖSCHER 1998). Daher folgten Untersuchungen des STRs mit spezifischen Metho-
den, wie striatalen Mikroinjektionen von Pharmaka, Mikrodialyse-Untersuchungen, immunhisto-
chemischen Untersuchungen mit Markierungen bestimmter Neuronentypen (z.B. von dopaminer-
gen Neuronen u. cholinergen sowie GABAergen IN) sowie elektrophysiologischen Einzelzellab-
leitungen. So konnte im STR des dt
sz
 Hamster eine leichte Reduktion der GAD und von GABA 
nachgewiesen werden (BURGUNDER et al. 1999, LÖSCHER und HÖRSTERMANN 1992). 
Dies lieferte wichtige Hinweise darüber, dass GABAerge IN im STR eine wichtige Rolle im Dys-
toniegeschehen spielen. Durch spezifische immunhistologische Untersuchungen konnte zum 
Zeitpunkt der maximalen Dystonieausprägung eine 26 % altersabhängige Reduktion der Zelldich-
te der PV+ IN und der Faserdichte der PV+ IN nachgewiesen werden. Die Reduktionen waren 
nach der Remission nicht mehr nachweisbar (GERNERT et al. 2000, HAMANN et al. 2007). 
Auch konnte eine Verringerung der anderen GABAergen IN ( CR+ IN um 20 %, NOS+ IN um 
21 %) aber nicht der ChAT+ IN gezeigt werden (HAMANN et al. 2006, HAMANN et al. 2005, 
SANDER et al. 2006).   
Die PV+ IN Reduktion stellt einen Schlüsselbefund dar, durch den auch andere Befunde erklärt 
werden können. Die daraus mit großer Wahrscheinlichkeit reduzierte Disinhibition der MSN 
führt zu einer erhöhten striatalen Aktivität (HAMANN et al. 2007). Dies steht im Einklang mit 
der nachgewiesenen erhöhten striatalen Aktivität bei 2-DG-Studien (RICHTER et al. 1998). 
Auch konnte eine verstärkte neuronale Aktivität im STR während der Dystoniesymptomatik 
nachgewiesen werden (HAMANN et al. 2009). Des Weiteren sind die spontanen Feuerraten der 
MSN im dorsomedialen STR bei der Hamstermutante verstärkt (GERNERT et al. 1999a). Diese 
Aktivität kann wahrscheinlich nicht mit veränderten Natriumströmen an den Membranen der stri-
atalen Neurone erklärt werden (SIEP et al. 2002). Entsprechend zu der verstärkten striatalen Ak-
tivität konnte über elektrophysiologische Ableitungen gezeigt werden, dass die Neurone des EPN 
(GPi) bei der dt
sz
 Hamstermutante im Vergleich zu Kontrollhamstern im Durchschnitt eine gerin-
gere Aktivitätsrate aufzeigten und das Muster der Feuerrate verändert ist. Somit kommt es zu 
einem verminderten Ausgangssignal der Basalganglien an den Thalamus (siehe auch 2.2.2). Im 
Globus pallidus (GPe beim Primaten) konnte dagegen keine Veränderung in den Feuerraten der 




   
GERNERT et al. 2000, GERNERT et al. 1999b). Entsprechend konnte auch in Teilen des Th 
durch die 2-DG Studien eine erhöhte Aktivität nachgewiesen werden (RICHTER et al. 1998). 
Zusammengefasst bedeutet dies, dass es wahrscheinlich auf Grund einer mangelnden PV+ IN 
Inhibition zu einem verstärkten striatalen Ausgangsignal mit verstärkter Hemmung des GPi und 
entsprechender reduzierter Hemmung des Th kommt (RICHTER 2005, RICHTER und RICH-
TER 2014). 
Es konnten auch Veränderungen in anderen Neurotransmittersystemen, wie Dopamin und Gluta-
mat, gefunden werden, die am Dystoniegeschehen, d.h. bei der Manifestation, beteiligt sind. So 
konnte neben einer verminderten D1- und D2-Rezeptorbindung und einer verminderten Expressi-
on der mRNA von Preproenkephalin während der dystonen Attacken eine starke Erhöhung von 
Dopamin und Dopaminmetabolite im STR nachgewiesen werden (HAMANN und RICHTER 
2004b, NOBREGA et al. 2004, NOBREGA et al. 1996). Eine nachgewiesene Veränderung des 
glutamatergen Systems besteht u.a. in einer starken Erhöhung der Kynureninsäure, ein endogener 
Antagonist der ionotropen Glutamatrezeptoren, die nach der Remission nicht mehr nachweisbar 
war. Pharmakologische Studien gaben Hinweise darauf, dass es sich dabei um einen kompensato-
rischen Mechanismus handelt (HAMANN et al. 2008, RICHTER und HAMANN 2003, RICH-
TER et al. 1996). Auch konnte eine Erhöhung des Quotienten zwischen den Untereinheiten des 
glutamatergen NMDA-Rezeptors (NR2A/NR2B) nachgewiesen werden (AVCHALUMOV et al. 
2014). Bei systemischer Anwendung zeigen NMDA-Antagonisten eine antidystone Wirkung 
(LÖSCHER und RICHTER 1993, RICHTER et al. 1991). 
Obgleich auch die anderen Neurotransmitter bei der Manifestation der Dystonie beteiligt sind, 
konnte durch pharmakologische Versuche und durch tiefe Hirnstimmulationen die herausragende 
Bedeutung des oben beschriebenen Defizites der PV+ IN und die Wirkung innerhalb der BTS 
untermauert werden. Dass die systemische Gabe und gerade auch die striatale Applikation von 
GABA-Agonisten oder GABA-Aufnahmeinhibitoren die Dystoniesymptomatik bei der Hams-
termutante reduzieren, spricht ebenfalls für die Disinhibition der striatalen MSN (HAMANN und 
RICHTER 2002, HAMANN und RICHTER 2004a, KREIL und RICHTER 2005). Dass eine 
hoch-frequente Stimulation des EPN (GPi) die Schweregrade der Dystonie im dt
sz
 Hamster sen-
ken kann, spricht vermutlich ebenfalls für die verstärkte striatale Inhibition des EPN (HAR-
NACK et al. 2004, LEBLOIS et al. 2010, REESE et al. 2009). Der Grund für die Defizite striata-
ler GABAerger IN, gerade der PV+ IN, ist bis heute jedoch unklar und sollte in dieser Arbeit 
untersucht werden, wozu die nachfolgend beschriebenen Marker verwendet wurden. 
2.4 Marker für Migration und Maturation striataler GABAerger IN 
2.4.1 Nkx 2.1, ein Marker für die Migration von IN 
Nkx 2.1 gehört zu den Homöodomänproteinen (GUAZZI et al. 1990, PRICE et al. 1992). Homö-
odomänproteine sind dadurch charakterisiert, dass sie eine ca. 60-61 Aminosäuren lange DNA-




   
den als homöotische Gene (orig. engl.: homeotic genes) bezeichnet. Die ca. 180-200 Basenpaar 
lange Sequenz, die die Homöodomäne codiert, wird Homöobox genannt. Die ersten Homöodo-
mänsequenzen wurden bei Drosophila-Fliegen gefunden und lassen sich auch mit hoher Homolo-
gie bei Wirbeltieren nachweisen, auch wenn sich der restliche Anteil des Proteins teilweise stark 
unterscheidet. Homöodomänproteine regulieren die räumliche und zeitliche Expression ihrer 
Zielgene und sind somit Transkriptionsfaktoren. Man kann u.a. anhand der DNA-
Sequenzenübereinstimmung der Homöoboxen, der Übereinstimmung der flankierenden DNA-
Basenpaare, der Position der Introns, der Organisation innerhalb der Chromosomen usw. die 
Homöodomänproteine in mehr als 20 Klassen einteilen. Die Klassen können weiter Superklassen 
zugeordnet werden und in weitere Unterklassen unterteilt werden. Die Namen richten sich häufig 
nach ihrer ursprünglichen Entdeckung bei den Insekten. Zu der großen Gruppe der Homöodo-
mänproteine wird auch Nkx 2.1 (Nkx 2-1, TTF1) gezählt (BÜRGLIN und AFFOLTER 2016, 
GEHRING et al. 1994, MCGINNIS et al. 1984, PRICE et al. 1992).   
Die NK-Homöoboxgene wurden Ende der 1980er Jahre bei Drosophila melanogaster entdeckt. 
Damals wurden 4 verschiedene Gene mit einer ähnlichen Homöoboxfrequenz entdeckt, die als 
NK1 bis NK4 bezeichnet wurden (KIM und NIRENBERG 1989). GUAZZI et al. (1990) konnten 
zeigen, dass die Homöoboxfrequenz von NK2 ein „deutliches Maß“ an Homologie mit dem thy-
roiden Zellkernfaktor TTF-1 (Thyroid Transkription Faktor 1) beim Säugetier aufweist. Aller-
dings konnten keine Homologien von Nk2 und TTF-1 außerhalb der Homöobox gefunden wer-
den, da teilweise die entsprechenden DNA-Sequenzen von NK2 nicht bekannt waren. Deshalb 
kann nicht davon ausgegangen werden, dass NK2 und TTF-1 wirklich die gleichen Gene/Proteine 
sind (GUAZZI et al. 1990). Später wurden bei der Maus und Ratte mehrere Gene entdeckt, die 
eine ähnliche Homöobox aufwiesen, wie das NK2 bei D. melanogaster und das TTF-1 Gen beim 
Säugetier. Diese wurden dann als Nkx 2.1 bis Nkx 2.4 bezeichnet, wobei TTF-1 in dieser No-
menklatur mit Nkx 2.1 gleichgesetzt wurde (PRICE et al. 1992). Im Sinne der neueren Einteilung 
nach BÜRGLIN und AFFOLTER (2016) kann Nkx 2.1 der Homöodomän-Proteinklasse „Anten-
napedia (ANTP)“ und der Subklasse NKL (NK-like) zugeordnet werden.  
Nkx 2.1 wird in der Schilddrüse (aus dem Endoderm stammende Zellen), in der Lunge (Bronchi-
alepithel) und im Gehirn (diencepahle Strukturen) exprimiert, wobei sich die Expression zwi-
schen Embryonen und Adulten unterscheiden kann (LAZZARO et al. 1991). Die Expression von 
Nkx 2.1 ist z.B. beim Mäuseembryo ab dem 9 Tag post conceptionem (p.c.) nachweisbar, im Ge-
hirn ab dem 13. Tag p.c. (PRICE et al. 1992). Laut SHIMAMURA et al. (1995) ist Nkx 2.1 im 
ersten somatischen Stadium im anterioren Teil der Neuralplatte sichtbar. Da der Schwerpunkt 
dieser Arbeit auf dem STR liegt, soll der folgende Teil auf die Bedeutung von Nkx 2.1 für das 
STR beschränkt werden. 
Wie in Kapitel 2.2.3.3 (Entwicklung des Striatums) bereits beschrieben, spielt Nkx 2.1 eine wich-
tige Rolle für die Entwicklung der striatalen IN, die aus der MGE stammen. Die Expression in-




   
postmitotischen Zellen nachweisbar (SUSSEL et al. 1999). Ein wichtiger Faktor, der die Expres-
sion von Nkx 2.1 zumindest in der frühen Embryonalphase reguliert, ist mit großer Wahrschein-
lichkeit das Sonic-hedgehog Protein (SHH, auch Hhg-1; ERICSON et al. 1995, SHIMAMURA 
und RUBENSTEIN 1997). 
Nkx 2.1 hat einen Einfluss auf die Zellen der MGE. Nkx 2.1 besitzt zwei zeitlich auseinanderlie-
gende, unterschiedliche Funktionen bei diesen Zellen. Circa bis zum E 12 (Maus) beeinflusst Nkx 
2.1 den Phänotyp der sich bildenden Zellen. Durch Untersuchungen an konditionellen knock-out 
Mäusen konnte gezeigt werden, dass durch Runterregulierung von Nkx 2.1 vor diesem Zeitpunkt 
die MGE mehr der LGE gleicht. Dies bedeutet, dass bei solchen Tieren die Anzahl der aus der 
MGE stammenden IN (z.B. PV+ IN im Cx) stark vermindert ist, während sich die Anzahl der 
striatalen MSN stark erhöht. Gleichzeitig kommt es zu einer Runterregulation der Homöodomän-
proteine SHH, Lhx6 und Lhx7. Die erste Funktion von Nkx 2.1 scheint somit vor dem E 12 bei 
Zellen innerhalb der MGE zu sein, dass die charakteristischen Expressionsmuster der LGE und 
auch des kranialen Ganglienhügels herunterreguliert werden. Dabei ist Nkx 2.1 ein wichtiger re-
gulatorischer Faktor für u.a. Lhx6 und hat somit einen wichtigen Einfluss auf die Entwicklung 
der PV+ und den NOS+ INs. Wird Nkx 2.1 nach dem E 12 herunterreguliert, hat dieses keinen 
Einfluss mehr auf den Phänotyp der Zellen (BUTT et al. 2008, DU et al. 2008, ELIAS et al. 
2008, XU et al. 2005).  
Die zweite wichtige Funktion von Nkx 2.1 ist die Regulation des Zielortes, denn Nkx 2.1 verhin-
dert die Expression von Neuropilin 1/2. Dies sind Rezeptoren für die Abstoßungsmoleküle (re-
pulsive molecules) Semophorin 3A/3F. Nur das STR exprimiert Semaphorin 3A und 3F. Alle 
Zellen, die aus der MGE in den Cx aber nicht in das STR einwandern, exprimieren Neuropilin 1 
und 2. Des Weiteren gibt es Hinweise darauf, dass Nkx 2.1 die Expression von Ephrin-
Rezeptoren der Unterklasse B hochreguliert. Im Cx werden vermehrt entsprechenden Ephrine der 
Unterklasse B exprimiert. Über entsprechende Abstoßungsmechanismen wird dadurch die Ein-
wanderung von striatalen IN in den Cx unterdrückt. Somit bestimmen die Interaktionen dieser 
Proteine letztendlich bei der tangentialen Wanderung den endgültigen Zielort. Interessanterweise 
exprimieren zwar alle Progenitorzellen innerhalb der MGE am E 13,5 Nkx 2.1, allerdings scheint 
dann die Expression von Nkx 2.1 bei den Zellen, die zum Cx wandern, herunterreguliert zu wer-
den. Durch Veränderungen von Nkx 2.1 konnte gezeigt werden, dass letztendlich die Homöodo-
mäne dieses Proteins für die Expressionsunterdrückung von Neuropilin 1/2 zuständig ist. Auch 
entsprechende mögliche Bindungsstellen für die Homöodomäne von Nkx 2.1 z.B. innerhalb der 
Neuropilin 2 Promotorregion konnten identifiziert werden (ELIAS et al. 2008, MARÍN et al. 
2001, NOBREGA-PEREIRA et al. 2008, VILLAR-CERVINO et al. 2015). Die weitere postnata-
le Funktion von Nkx 2.1 im STR ist unbekannt. Die Expression ist aber postnatal im STR in IN 
und in den Basalganglien bei adulten Tieren nachweisbar (MAGNO et al. 2009, MARIN et al. 




   
2.4.2 GABA-Switch, als Marker für die postnatale Reifung GABAerger IN 
Im Laufe der Ausreifung von Neuronen gibt es einen Wechsel der Wirkung von GABA am GA-
BAA Rezeptor. Den Wechsel zwischen exzitatorischen und inhibitorischen GABA-Wirkungen 
bezeichnet man als GABA-Switch (RIVERA et al. 2005).  
Bei unreifen Neuronen kommt es durch Aktivierung der GABAA-Rezeptoren durch GABA zuerst 
zu einer exzitatorischen Wirkung durch eine Depolarisation der postsynaptischen Membran. Der 
Grund hierfür liegt in einem Chlorid-Ionen-Ausstrom (Efflux) durch den geöffneten GABAA-
Rezeptor-gekoppelten Ionenkanal. Bei ausgereiften Neuronen kommt es im Gegensatz dazu 
durch die gleiche Aktivierung zu einer Hyperpolarisierung der Membran durch Chlorid-Ionen-
Einstrom und somit zu einer inhibitorischen Wirkung von GABA (RIVERA et al. 2005). Dieser 
Effekt ist mit einer Verschiebung der Konzentration von Chlorid-Ionen von intrazellulär nach 
extrazellulär (Chlorid-Shift) bei ausgereiften Neuronen, also einer Umkehr des Chlorid-Ionen-
Gefälles, zu erklären (RIVERA et al. 2005, RIVERA et al. 1999, ZHANG et al. 2006). Für diesen 
Chlorid-Shift ist die Expression des Kalium-Chlorid-Kotransporters 2 (Protein: KCC2; Gen: 
slc12a5) von entscheidender Bedeutung (s.u.). KCC2 wird im Gehirn nur von Neuronen und 
nicht von Asterozyten (die KCC1 exprimieren) exprimiert (PAYNE et al. 1996). Diese Ionen-
transporter transportieren jeweils ein Chlorid- und ein Kalium-Ion von intrazellulär nach extrazel-
lulär (s. Abb. 2.3). Damit ist KCC2 ein wichtiger Faktor für den GABA-Switch. Alleine mit der 
Expression von KCC2 kann das Phänomen allerdings nicht erklärt werden (RIVERA et al. 1999, 
ZHANG et al. 2006). Die vermehrte Expression von KCC2 geht mit der funktionellen Ausreifung 
der entsprechenden Gehirnregion einher (RIVERA et al. 1999). So beginnt die Expression dieses 
Transporters bei der Maus zuerst im Hirnstamm bereits ab dem E 15, während KCC2 im Hippo-
campus und Cx erst ab dem 3. LT postnatal nachweisbar ist (STEIN et al. 2004).  
Es gibt zwei Isoformen des KCC2-Ionentransporters: KCC2a und KCC2b. Sie unterscheiden sich 
in den Promotorregionen, in der ersten Exonstelle, in der Aminosäurenkettenlänge und die 
mRNAs werden altersabhängig unterschiedlich stark in den Gehirnregionen exprimiert. So ist 
z.B. die mRNA-Expression von KCC2b am 14. LT um das 35-fache im Cx und das 10-fache im 
Hippocampus im Vergleich zur Expression am E17 erhöht (UVAROV et al. 2007). Die Expressi-
on von KCC2 ist auch am 28. LT höher als am 14. LT (LU et al. 1999). An Retinazellen konnte 
gezeigt werden, dass für die funktionelle Aussage von KCC2 nicht alleine die Expression ent-
scheidend ist. KCC2 ist zuerst einmal im Zytosol lokalisiert und wird dann erst bis zu 11 Tage 
später in die Membran eingebaut (ZHANG et al. 2006). Ein wichtiger funktioneller Faktor für 
den GABA-Switch ist die Herunterregulierung des Natrium-Kalium-2-Chlorid-Kotransporters 1 
(NKCC1), wie in Abb. 2.3.3 dargestellt. NKCC1 ist verantwortlich für den hohen Gehalt an int-
razellulärem Chlorid bei noch nicht ausgereiften Neuronen. Bei Neuronen des Hippocampus der 
Ratte konnte gezeigt werden, dass die Expression von NKCC1 in der ersten Lebenswoche zu-
nächst hochreguliert und danach herabreguliert wird, so dass NKCC1 am 28. LT kaum noch 




   
wenn der durch KCC2 hervorgerufene Chlorid-Efflux höher als der von NKCC1 verursachte 
Chlorid-Influx ist (LU et al. 1999). Es gibt Hinweise darauf, dass der insulinähnliche Wachs-
tumsfaktor 1 (Insulin-like growth factor 1, IGF-1) einen regulatorischen Einfluss auf das Verhält-
nis von KCC2 und NKCC1 hat (BARONCELLI et al. 2017). Für beide Transporter wird die 
Energie sekundär durch die Ionen-Gradienten der Natrium-Kalium-ATPase bereitgestellt. 
Dadurch ist der Transport von Chlorid auch entgegen seines elektrochemischen Gradienten ohne 
Energieverbrauch möglich (LU et al. 1999, RIVERA et al. 2005).  
Das Grundprinzip der Regulation der 4 Transporter der KCC-Gruppe (KCC1- KCC4) wurde an 
einem Zellkulturmodell an transfizierten humanen Embryonierenzellen (HEK-293) untersucht. 
Man nimmt an, dass die WNK Serine/Thyreonin Kinase (WNK lysine-devicent protein kinase) 
den SPAK/OSR1-Komplex (SPAK = SPS1-related proline/alanine rich kinase; OSR1 = oxidative 
stressresponsive kinase 39) phosyphoryliert. Dieser wiederum phosphorylieren die Ionentranspor-
ter am C-terminalen Ende, im Falle von KCC2a auch am N-terminalen Ende der Aminosäureket-
te. Beim KCC2 soll es durch die Phosphorylierung im Gegensatz zu den anderen Ionen-
Transportern dieser Familie zu einer Deaktivierung kommen, während eine Dephosphorylierung 
zu einer Aktivierung führt (DE LOS HEROS et al. 2014). Im Gegensatz dazu vermuten KELSCH 
et al. (2001), dass es durch Insulin oder dem IGF-1 durch Aktivierung einer Proteinkinase zu ei-
ner Phosphorylierung am C-terminalen Endes der Aminosäurekette kommt, die dann wiederrum 
KCC2 aktiviert. Auf die Hochregulierung der Expression soll BDNF (siehe auch Kapitel 2.4.3) 
einen entscheidenden Einfluss haben. Dies ist allerdings in der Literatur widersprüchlich be-
schrieben. Durch Untersuchungen an Hippocampi von Mäusemutanten mit erhöhter Expression 
von BDNF am E 18 wurde vermutet, dass BDNF die Expression von KCC2 und somit den GA-
BA-Switch reguliert (AGUADO et al. 2003). Bei Hippocampuszellkulturen von erwachsenen 
C57BL/6 Mäusen kam es durch die Zugabe von BDNF ins Medium zur Herabregulierung der 
Expression von KCC2. Dieser Effekt konnte durch Blocken des TrkB-Rezeptors (siehe Kapitel 
2.4.3) aufgehoben werden (RIVERA et al. 2002). Durch Aktivierung des TrkB-Rezeptors können 
drei Signalwege aktiviert werden: der PLCɣ-CaM Signaltransduktionsweg und über die Aktivie-
rung von Shc/FRS-2 (src homology 2 domain containing transforming protein/FGF receptor sub-
strate 2) der Phosphoinositid-3-Kinase- und der RAS/MAPK-Signaltransduktionswege (siehe 
auch Kapitel 2.4.3). Bei Aktivierung des PLCɣ-CaM-Weges mit oder ohne Aktivierung von 
Shc/FRS-2 kommt es zu einer Runterregulierung von KCC2. Bei einer alleinigen Aktivierung 
von Shc/FRS-2 mit seinen beiden Signalwegen, resultiert daraus  allerdings die Hochregulierung 
von KCC2 (RIVERA et al. 2004).  
Wie KCC2 stellt die steigende Expression der zytosolischen Carboanhydrase vom Isotyp 7 
(CAH7) einen wichtigen Schritt in der Ausreifung von Neuronen dar (Abb. 2.3 C) und wurde an 
CA1 pyramidalen Neuronen des Hippocampus untersucht (RUUSUVUORI et al. 2004). Durch 
Untersuchungen an diesen Neuronen konnte bei 12 Tage alten Ratten gezeigt werden, dass es 
durch vermehrte starke Aktivierung (durch hochfrequente Stimulation) der GABAA-Rezeptoren 


























Abb. 2.3 GABA-Switches, modifiziert nach 
RIVERA et al. (2005) 
A) Zeigt die Situation zwischen LT 0 und LT 6. 
Durch NKCC1 akkumuliert Chlorid intrazellulär. 
Wird nun der GABAA-Rezeptor aktiviert, strömt 
Chlorid aus und es kommt zur Depolarisation der 
Membran (Exzitation). 
B) Ab ca. LT 6 wird NKCC1 herunterregu-
liert und KCC2 wird exprimiert. Dadurch 
wird nun vermehrt Chlorid nach extrazellulär 
transportiert (1. Funktionelle GABA-Switch). 
C) Wird nun der GABAA-Rezeptor aktiviert, 
strömt Chlorid entlang des Gradienten nach intra-
zellulär. Es kommt zur Hyperpolarisation der 
Membran (Inhibition). Hinweis: Nicht einge-
zeichnet wurde die Natrium-Kalium-ATPase. 
D) Kommt es zu einer starken, häufigen Aktivie-
rung des GABAA-Rezeptor kann ab ca. dem 12. 
LT das durch CAH7 gebildete Hydrogencarbonat 
durch den geöffneten GABAA-Rezeptors nach 
extrazellulär gelangen. Dies kann zu einer Depo-
larisation der Membran führen (2. Funktionelle 
GABA-Switch). 
E) Veranschaulicht den zeitlichen Verlauf der 
Expression von KCC2 und CAH7 und die 










   
GABA, sondern zu einer exzitatorischen, depolarisierenden Wirkung kommt (Abb. 2.3 D). Wich-
tig für diese Wirkung ist das Vorhandensein der Netzwerke mit den inhibitorischen IN. Dieser 
kurzzeitige GABA-Switch ist für die synchronen und rhythmischen Feuerraten der Neurone im 
Hippocampus wichtig (KAILA et al. 1997, RUUSUVUORI et al. 2004). Durch die Aktivität des 
GABAA-Rezeptors kommt es bei den Neuronen zu einem Einstrom von Chlorid und einem 
Efflux von Bikarbonat durch den geöffneten Ionenkanal (VOIPIO et al. 1991). Wie oben be-
schrieben, wird das Chlorid durch die KCC2 zusammen mit Kalium nach extrazellulär transpor-
tiert. Ab einem nicht näher definierten Zeitpunkt ist durch den ständigen Influx von Chlorid 
(durch die hochfrequente Aktivierung des GABAA Rezeptors) und dem gleichzeitig Efflux von 
Kalium und Chlorid durch KCC2 der elektrochemische Gradient von Kalium aufgebraucht. Es 
kommt zu einer Akkumulation von Kalium im extrazellulären Raum, die durch die Netzwerkak-
tivität der IN im Hippocampus verstärkt wird. Gleichzeitig wird durch die CAH7 intrazellulär 
Bikarbonat gebildet. Dadurch kommt es zu einer Akkumulation von Chlorid intrazellulär und zu 
einem vermehrten Transport von Bikarbonat nach extrazellulär durch den noch geöffneten GA-
BAA-Rezeptor. Durch Verwendung eines membranpermeablen Carboanhydrase-Inhibitors konnte 
gezeigt werden, dass der Kaliumefflux von einem funktionierenden intrazellulären 
CO2/Bikarbonat-Puffersystems abhängt. In der Gesamtbetrachtung führt dies zu einer Depolarisa-
tion der Membran. Für diese Membrandepolarisation ist letztendlich der Efflux von Kalium ver-
antwortlich. Das unterschiedliche Verhalten der negativen Ionen Bikarbonat und Chlorid am ge-
öffneten Ionenkanal kann u.a. durch das unterschiedliche Umkehrpotential (engl. reversal poten-
tial; Chlorid: 0; Bikarbonat: ca. -49 mV) an den biologischen Membranen und einem unterschied-
lichen Durchlässigkeitsverhältnis (GABA-Rezeptor: Chlorid = 1 zu Bikarbonat = 0,18) erklärt 
werden (BORMANN et al. 1987, KAILA et al. 1997, RIVERA et al. 2005, RUUSUVUORI et al. 
2004). 
2.4.3 BDNF: Einfluss auf die Reifung von Neuronen 
2.4.3.1 Charakterisierung von BDNF 
Schon Anfang der 1980er Jahre war bekannt, dass in Gehirnhomogenisaten ein Faktor vorhanden 
ist, der das Überleben von in Kultur gezüchteten sensorischen Neuronen von Hühnerembryonen 
beeinflusst (BARDE et al. 1980). Kurze Zeit später wurde ein Protein aus dem Schweinegehirn 
extrahiert, welches die Lebensdauer und das Auswachsen von Nervenfasern dieser Neuronenkul-
turen positiv beeinflussen konnte. Durch Zugabe des „Nerve Growth Factors“ (NGF) konnte der 
Effekt des neuentdeckten Proteins auf das Auswachsen der Nervenfasern gesteigert werden. An-
hand der Gelelektrophorese wurde eine Molekülmasse von 12300 Dalton und ein isoelektrischer 
Punkt von >10,1 für dieses Protein bestimmt (BARDE et al. 1982). Dieser Faktor wurde später 
als Brain-derived neurotrophic factor (BDNF) bezeichnet (LINDSAY et al. 1985, LINDSAY et 
al. 1985). Erst später konnte die Aminosäurenfrequenz des BDNF-Proteins bestimmt werden. 
Betrachtet man den Leserahmen des Gens von BDNF, so codiert dieser ein Protein mit der Größe 




   
isoelektrische Punkt liegt bei 9,99. Diese Ergebnisse sind mit den Ergebnissen der Gelelektropho-
rese vergleichbar (LEIBROCK et al. 1989). Allerdings hat das ausgereifte Protein nur eine Größe 
von 119 AS. Die unterschiedlichen Angaben sind damit zu erklären, dass das BDNF Gen für 
zwei unterschiedliche Vorläuferproteine (Pro-BDNF) codiert: Ein kleineres Vorläuferprotein mit 
einem Exon und einem größeren Vorläuferprotein mit mehreren Exons. BDNF gilt evolutionär 
als hoch konserviert und alle 119 AS des ausgereiften Proteins sind beim Schwein, Maus, Ratte 
und Mensch identisch (MAISONPIERRE et al. 1991). In neueren Publikationen wird BDNF häu-
fig mit einem 18 AS langen Pre-Peptid vor der 112 AS langen Pro-Domäne dargestellt (vgl. z.B. 
DIENI et al. 2012, LESSMANN und BRIGADSKI 2009). Mit großer Wahrscheinlichkeit liegt 
BDNF als Dimer vor. Allerdings ist in Abhängigkeit vom Untersuchungssystem auch der Nach-
weis von Monomeren möglich. Die entsprechende Dissoziationskonstante für BDNF soll ver-
gleichbar zu der von NGF sein und im Bereich von 10
-13
 M liegen. Die biologische Aktivität der 
Dimere ist auch im Zellkulturmodell höher, als die der Monomere (KOLBECK et al. 1994, 
RADZIEJEWSKI et al. 1992). Darüber hinaus ist die tertiäre Struktur von BDNF vergleichbar zu 
NGF und dem Neurotrophin 3 (NT3). So liegt der Anteil an β-Faltblattstrukturen bei ca. 74 % 
und der Anteil der Schleifenstrukturen bei 21 %. Die restlichen 5 % der Struktur sind nicht näher 
definiert, wobei die α-helix-Struktur gar nicht nachgewiesen wurde (RADZIEJEWSKI et al. 
1992).  
2.4.3.2 Speicherung und Transport von BDNF zum Striatum 
Die Speicherung von BDNF, wie auch Pro-BDNF, werden kontrovers diskutiert. Entsprechende 
Untersuchungen wurden dazu am Hippocampus durchgeführt. DIENI et al. (2012) konnten 
BDNF und Pro-BDNF in präsynaptischen Terminalen von Axonen nachweisen. Dort werden 
demnach beide Proteine (Pro-BDNF und BDNF) gespeichert. Zusätzlich konnten beide Proteine 
auch in den Zellkörpern gefunden werden, aber nicht in den Dendriten. Dies wurde so interpre-
tiert, dass BDNF wahrscheinlich nicht im adulten Gehirn in Dendriten gespeichert wird (DIENI 
et al. 2012). Bei anderen Untersuchungen konnte BDNF bei Neuronen des Hippocampus jedoch 
in Dendriten nachgewiesen werden (z.B. BRIGADSKI et al. 2005, HAUBENSAK et al. 1998, 
MATSUDA et al. 2009). Auch konnte ein retrograder, axionaler Transport bei Ratten von NGF, 
BDNF und NT3 z.B. im basalen Vorderhirn und für BDNF und NT-3 auch im Hippocampus 
nachgewiesen werden (DISTEFANO et al. 1992). Die Speicherung in den Axonen und der damit 
verbundene anterograde axonale Transport sind gerade für das STR wichtig. Im STR ist nur eine 
sehr geringe Menge BNDF mRNA in Northern-Blot-Analysen nachweisbar, während bei In-Situ-
Hybridisierungsanalysen überhaupt keine mRNA gefunden werden konnte. Das im STR nach-
weisbare BDNF stammt wahrscheinlich aus dem Cx und der SN (ALTAR et al. 1997, CONNER 
et al. 1997, HOFER et al. 1990). BDNF wird intrazellulär in sekretorischen Granula und konstitu-
tiven Vesikeln transportiert. Für den gerichteten Transport der sekretorischen Granula nutzen die 
Zellen das Mikrotubuli-assoziierte-Transportsystem, welches mit der zytoplasmatischen Seite der 
Carboxypeptidase E an der Außenseite dieser Vesikel interagiert. Für den anterograden Transport 




   
rograden Transport allerdings nur mit Dynactin/Dynein. Auch das zytosolische Huntington-
assoziierte Protein-1 besitzt für diese Transportmechanismen eine wichtige Bedeutung. Der 
Transport entlang von Mikrotubuli ist gerade für den Transport von BDNF vom Cx in Richtung 
STR wichtig (DIKEAKOS und REUDELHUBER 2007, GAUTHIER et al. 2004, LESSMANN 
und BRIGADSKI 2009, LOU et al. 2005, PARK et al. 2008). 
2.4.3.3 Die Rezeptoren von BDNF 
BDNF kann an zwei verschiedene Rezeptortypen binden. An einem bindet BDNF mit einer ho-
hen Affinität (DECHANT et al. 1993, RODRIGUEZ-TEBAR und BARDE 1988). Dieser ist auf 
den von BDNF typischerweise beeinflussten Neuronen lokalisiert. Am zweiten Rezeptor bindet 
BDNF mit niedrigerer Affinität (Dissoziationskonstante = 1,3 x 10
-9 
M). Im Gegensatz zu NGF-
Rezeptoren besitzen nicht alle Neurone einen Rezeptor für BDNF. In der Zellkultur ist die Rezep-
tordichte ebenfalls geringer im Vergleich zur den NGF-Rezeptoren (RODRIGUEZ-TEBAR und 
BARDE 1988).  
Bei dem höher affinen Rezeptor von BDNF handelt es sich um den TrkB-Rezeptor. An diesen 
binden auch NT-3 und NT-4, allerdings mit geringerer Affinität im Vergleich zu BDNF (KLEIN 
et al. 1992, KLEIN et al. 1991, SQUINTO et al. 1991). Der TrkB-Rezeptor ist ein transmembra-
nes Glykoprotein. Es gibt zwei Isoformen des TrkB-Rezeptors. Diese werden beide von dem 
TrkB Genlocus codiert, der zur Gruppe der Tyrosinproteinkinase-Gene (Trk-Gene) gehört. Die 
erste Isoform hat ein molekulares Gewicht von 145 kd und wird deshalb als gp145
trkB
-Rezeptor 
bezeichnet. Die zweite Isoform hat ein molekulares Gewicht von 95 kd und wird deshalb als 
gp95
trkB
-Rezeptor bezeichnet (KLEIN et al. 1990, KLEIN et al. 1989). Durch die Bindung von 
BDNF am Rezeptor kommt es zu einer Phosphorylierung von Tyrosinresten des gp145
trkB
-
Rezeptors, sowie zu einer Aktivierung der Mikrotubuli-assoziierten Proteinkinase (MARSH et al. 
1993). Drei Signalwege wurden für den gp145
trkB
-Rezeptor beschrieben. Signalweg 1 und 3 füh-
ren letztendlich zu einer Aktivierung des Transkriptionsfactors „cyclic AMP response element 
binding protein“ (CREB). Der 2. Signalweg aktiviert eine Proteinkinase B (PKB, AKT) (FINK-
BEINER et al. 1997, MAHAN und RESSLER 2012, MINICHIELLO et al. 2002, OU und GEAN 
2006). 





; KLEIN et al. 1992, SQUINTO et al. 1991). Der p75
LNGFR
 gehört zur Rezeptorfamilie der 
Tumornekrosefaktoren (CHAO und HEMPSTEAD 1995, VILAR et al. 2009). Der p75
LNGFR
 be-
findet sich auf Neuronen, die auch den TrkB-Rezeptor exprimieren, aber auch auf anderen Neu-
ronen, auf deren Überleben und Nervenzellausläufern BDNF keinen Einfluss hat (RODRIGUEZ-
TEBAR und BARDE 1988). Einige Autoren (MARSH et al. 1993) konnten zeigen, dass der 
p75
LNGFR
 nicht notwendig für die Funktionalität des gp145
trkB
-Rezeptors ist. Andere Autoren se-
hen klare Hinweise auf  Interkationen zwischen beiden Rezeptoren, wobei der p75
LNGFR
 auch 
eine regulatorische Funktion auf den gp145
trkB
-Rezeptor haben könnte (CHAO und HEMP-




   
2.4.3.4 Funktionelle Bedeutung von BDNF  
BDNF werden viele Funktionen zugeschrieben. So hat BDNF einen positiven Effekt auf die 
Überlebensrate von verschiedenen, aber nicht allen Neuronen in vitro und auch in vivo. Die Ap-
plikation von BDNF kann den Zelltod bestimmter (vorwiegend sensorischer) Neurone verhin-
dern. BDNF und NT-3 wirken als Überlebens- und Mitose-Faktoren über den gp145
trkB
-Rezeptor 
ohne Beteiligung des p75
LNGFR
. Auch fördert BDNF das Auswachsen von Nervenendigungen 
während der Entwicklung (BARDE et al. 1982, DAVIES et al. 1986, GLASS et al. 1991, HOF-
ER und BARDE 1988, JOHNSON et al. 1986). Zu weiteren beschriebenen Funktionen zählt die 
Förderung der Verästelung von Axonen, das Wachsen von Dendriten bei Ausschüttung von 
BDNF von benachbarten Neuronen und die Bildung von Synapsen (ALSINA et al. 2001, GON-
ZALEZ et al. 2016, HORCH und KATZ 2002). Für die Überlebensrate ausgereifter Neuronen der 
Spinalganglien spielt BNDF keine Rolle. Allerdings hat BDNF, auch zusammen mit NGF, einen 
wichtigen Effekt auf die Regeneration von Axonen, nicht aber auf deren Myelinisierung (LIND-
SAY 1988, RAUSKOLB et al. 2010, UTLEY et al. 1996). BDNF kann während der Entwicklung 
und bei adulten Neuronen die Funktion entweder eines Modulators oder eines Mediators bei der 
synaptischen Plastizität einnehmen (EDELMANN et al. 2014, LESSMANN und BRIGADSKI 
2009). Die Aktivierung des gp145
trkB
-Rezeptors durch BDNF in Interaktion mit dem p75
LNGFR 
induziert die Formierung von dendritischen Filopodien (den Vorläufern der synaptischen Bläs-
chen) bei Neuronen des Hippocampus (HARTMANN et al. 2004). Auch hat BDNF einen regula-
torischen Einfluss auf den GABA-Switch über Regulation des KCC2 (RIVERA et al. 2002), sie-
he dazu Kapitel 2.4.2.  
Für die Entwicklung von GABAergen Neuronen und für das STR ist BDNF ein wichtiger Faktor. 
BDNF, transportiert von dopaminergen Neuronen aus der SN, fördert die Überlebensrate von 
noch nicht ausgereiften MSN des indirekten Weges in der LGE und später im heranreifenden 
STR (BAYDYUK et al. 2013). Im STR ist BNDF des Weiteren wichtig für die Ausbildung der 
Membranbläschen (Spines) der MSN. BDNF fördert postnatal die Ausreifung der Dendriten und 
das Neuronenwachstum im STR insbesondere der GABAergen Neuronen. Diese Wirkung wird 
durch den oben beschriebenen 3. Signalweg des gp145
trkB
-Rezeptors vermittelt (RAUSKOLB et 
al. 2010). Bei BDNF-knockout-Mäusen wurde eine deutliche Reduktion von NY+, SomS+ und 
PV+ Zellen (NY, SomS und PV wurden als Marker benutzt) in Cx und Hippocampus nachgewie-
sen, während die Zahl der CR+ IN erhöht war. Im STR kam es zu einer deutlichen Reduktion von 
PV+ Zellen, während die Anzahl NPY+ Zellen erhöht war (GROßE et al. 2005). MIZUNO et al. 
(1994) konnten zeigen, dass durch BDNF die Zahl der GAD-positiven Zellen im striatalen Zell-
kulturmodell von 7 % auf 40 % steigt. Des Weiteren wurde in dieser Veröffentlichung gezeigt, 
dass BDNF die Anzahl der PV+ Zellen in diesem Zellkulturmodell von 1,3% auf 13,8% steigerte 
konnte (MIZUNO et al. 1994). ALTAR et al. (1997) wiesen bei Mäusen nach, dass die Anzahl 
PV+ IN bei homozygoten BDNF -/- Mutanten im STR und Cx deutlich reduziert ist, bei den rest-
lichen verbliebenen IN ist die Expression von PV deutlich reduziert. Allerdings waren auch die 




   
immunhistochemische Untersuchungen von BDNF, NGF und IN bei 1-2 Wochen alten Mäuse 
schlussfolgerten ETO et al. (2010), dass BDNF eine wichtige Funktion in der postnatalen Ausrei-
fung der striatalen und kortikalen IN hat. Allerdings könnte auch NGF gerade für die Ausreifung 
PV+ IN von Bedeutung sein (ETO et al. 2010).    
Die Bedeutung von BDNF für die Dystonie wird kritisch diskutiert. Bei BDNF ist eine Mutation 
an der Stelle des Nukleotids 169 bekannt, die dazu führt, dass an der 66 Position Valin durch Me-
thionin ausgetauscht ist (Val66Met Polymorphismus). Während einige Untersuchungen keinen 
Zusammenhang zwischen Mutation und Auftreten von primärer Dystonie im Erwachsenalter 
nachweisen konnten (GOMEZ-GARRE et al. 2014, MA et al. 2013, MARTINO et al. 2009, 
SVETEL et al. 2013), vermuteten andere Arbeitsgruppen (CRAMER et al. 2010, GROEN et al. 
2012, SAKO et al. 2015) einen Zusammenhang zwischen BDNF-Polymorphismus und Dystonie. 
2.5 Fragestellungen 
Wie in Kapitel 2.3 beschrieben, gibt es zahlreiche Befunde an Tiermodellen (RICHTER und 
RICHTER 2014) und auch beim Menschen (OZELIUS et al. 2011), die auf eine bedeutende Rol-
le der Basalganglien in der Pathogenese der Dystonie hindeuten. Bei der dt
sz
 Hamstermutante ist 
insbesondere die Reduktion der striatalen GABAergen IN auffällig, die cholinergen IN waren 
hingegen nicht vermindert (GERNERT et al. 2000, HAMANN et al. 2006, HAMANN et al. 
2007, HAMANN et al. 2005, SANDER et al. 2006). In den vorherigen Publikationen wurde die 
Hypothese aufgestellt, das die Verminderung der IN durch eine verzögerte Entwicklung zustande 
kommt (HAMANN et al. 2007, HAMANN et al. 2005). Ob das Defizit GABAerger IN im STR 
im Alter der maximalen Ausprägung (33. LT) der Dystonie beim dt
sz
 Hamster zurückzuführen ist 
auf 
a) eine verzögerte Migration, 
b) eine verzögerte Reifung oder  
c) sowohl einer verzögerten Migration als auch Reifung 
sollte in der vorliegenden Arbeit untersucht werden.  
Zur Untersuchung  der Migration wurde Nkx 2.1 als Marker verwendet. Wie MARIN et al. 
(2000) und MAGNO et al. (2009) beschrieben haben, exprimieren die IN, die ursprünglich aus 
der MGE eingewandert sind auch noch postnatal nach ihrer Einwanderung das Homöodomänpro-
tein Nkx 2.1. Nkx 2.1 ist somit nicht nur ein wichtiger regulatorische Faktor (siehe Kapitel 2.4.2), 
sondern kann somit auch als „Markerprotein“ für striatale IN genutzt werden, die ursprünglich 
aus der MGE stammen. Ist also eine verminderte Anzahl Nkx 2.1-positiven Zellen zum Zeitpunkt 
der maximalen Ausprägung der Dystonie beim dt
sz
 Hamster im Vergleich zu altersgleichen Kon-
trolltieren nachweisbar, ähnlich wie es für die GABAergen IN bereits beschrieben wurde? Liegt 
somit eine Migrationsstörung der fehlenden IN vor oder exprimieren diese nur nicht ihre typi-
schen „Markerproteine“ (wie PV) weil die Ausreifung verzögert ist? Aus diesem Grund sollte 
sowohl die Anzahl der Nkx 2.1-positiven Zellen bei 33 Tage alten Hamstern als auch die Expres-




   
 
Eine Erklärung für die Pathogenese der Dystonie im dt
sz
 Hamster ist eine veränderte striatale 
Plastizität bedingt durch eine verzögerte Ausreifung GABAerger IN und eine mangelnde Inhibi-
tion bestimmter striataler MSN (AVCHALUMOV et al. 2014, RICHTER 2005). Gerade für die 
noch folgende Ausreifung von Neuronen im GABAergen System sind die GABA-Switches (Sie-
he Kapitel 2.4.2) wichtig. Nur durch die hochregulierte Expression von KCC2 und CAH7 ist ein 
inhibitorisches Signal durch Chlorid-Ionen Einstrom durch den geöffneten GABA-Rezeptor mög-
lich (RIVERA et al. 2005, ZHANG et al. 2006). Beide Proteine, aber gerade auch die Expression 
von KCC2, gelten als ein nützlicher Indikator für die Ausreifungsstatus von Neuronen (IKEDA et 
al. 2003, RIVERA et al. 2005, SHIMIZU-OKABE et al. 2002). Deshalb sollte die mRNA-
Expression von KCC2 und CAH7 zum Zeitpunkt des 18. und 33. LT beim dt
sz
 Hamster im Ver-
gleich zu Kontrollhamstern untersucht werden.  
Unbestritten ist die Bedeutung von BDNF für die Ausreifung des STR. So gibt es deutlich Hin-
weise darauf, dass BDNF wichtig für die Ausreifung der IN ist (ALTAR et al. 1997, ETO et al. 
2010, GROßE et al. 2005, MIZUNO et al. 1994). BDNF ist ein wichtiger Faktor für die Synapto-
genese und synaptische Plastizität (EDELMANN et al. 2014, HARTMANN et al. 2004, LESS-
MANN und BRIGADSKI 2009). Bemerkenswert ist, dass es bei der Hamstermutante deutliche 
Hinweise auf eine veränderte synaptische Plastizität gibt (AVCHALUMOV et al. 2014, 
KÖHLING et al. 2004). Störungen der synaptischen Plastizität im STR der Hamstermutante 
könnten daher auf Veränderungen von BDNF beruhen (siehe Kapitel 2.4.3). Auch zeigten die 
PV+ IN eine verminderte Faserdichte (HAMANN et al. 2007), was auf BDNF-Mangel beruhen 
könnte (siehe Kapitel 2.4.3). Daher sollte untersucht werden, ob BDNF im STR des dt
sz
 Hamsters 
verändert ist, d.h. ein BDNF-Mangel an  einer verspäteten Ausreifung von IN im STR beteiligt 
ist. Deshalb wurde BDNF im Cx und im STR zum Zeitpunkt des 18. und 33. LT bei dt
sz
 Hams-
tern im Vergleich zu Kontrolltieren untersucht.   
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 Hamster handelt es um eine Zuchtlinie Syrischer Goldhamster (Mesocricetus auratus 
auratus) mit Spontanmutation. Die dt
sz
 Hamstermutante als ein Tiermodell für die paroxysmale 
Dystonie (LÖSCHER et al. 1989, RICHTER und LÖSCHER 1998) ist unter Punkt 2.3 ausführ-
lich besprochen worden. Bei den Kontrolltieren (A-Tiere) handelt es sich um gesunde syrische 
Goldhamster. Die Kontrolltiere stammen von einer Auszuchtlinie von Lakeview-Hamstern ab. 
Die Hamster werden am Institut für Pharmakologie, Pharmazie und Toxikologie der veterinärme-
dizinischen Fakultät der Universität Leipzig gehalten. Die Tierversuche und Tötungen wurden 
entsprechend der nationalen Gesetzgebung genehmigt bzw. angezeigt (Landesdirektion Sachsen: 
TVV 44/12 genehmigt am 06.11.2012 inkl. Änderungen vom 20.08.2013 und 03.03.2014; T 
18/15 vom 29.04.2015). Die nationalen Gesetze und Richtlinien sowie die europäischen Rechts-
vorschriften (Direktive 2010/63/EU) wurden vollständig beachtet und alle Versuche wurden unter 
dem 3R-Prinzip (Reduction, Refinement, Replacement) durchgeführt. Ein Teil der Gehirne der 18 
Tage alten Tiere stammt vom Kooperationspartner aus Berlin (Institut für Pharmakologie und 
Toxikologie, Fachbereich Veterinärmedizin, FU Berlin). Die Tötungen wurden dort gesondert bei 
der zuständigen Behörde angezeigt. Die Tierzahlen sind Tab. 3.1 zu entnehmen.  
Tab. 3.1 Gesamttierzahlen 
Methode 18 Tage 33 Tage 
Molekularbiologie 16/16 17/17 
Molekularbiologie, aus Berlin 6/9 - 
IHC kurz perfundiert - 10/10 
IHC lang perfundiert - 10/10 




3.1.1 Haltung und Fütterung 
Die Zucht und Haltung der Hamster fanden in den Nagerhaltungen am Institut für Pharmakolo-
gie, Pharmazie und Toxikologie der Veterinärmedizinischen Fakultät der Universität Leipzig 
statt. Eine entsprechende Haltungsgenehmigung lag vor (Landesdirektion Sachsen, Haltungs- und 
Zuchterlaubnis ZH 01/12). Die Räume waren mit Tageslichtlampen ausgestattet. Das Lichtpro-
gramm wurde automatisch gesteuert und es gab ein biphasisches Lichtpogramm: Phase 1 von 6-
20:00 Uhr (hell) und Phase 2 von 20:00-6:00 Uhr (dunkel). Beim Übergang der Lichtphasen war 
jeweils für 30 min nur die Hälfte der Beleuchtung aktiv. Die Raumtemperatur (RT) lag zwischen 
21-25 °C. Die Luftfeuchtigkeit wurde zwischen 28-48 % gehalten. Die Kontrolle und Dokumen-
tation dieser Werte erfolgte einmal täglich. Die Jungtiere wurden am 21. LT von der Mutter ab-
gesetzt. Im Regelfall erfolgte beim Absetzen eine Testung auf Ausprägung der Dystonie (s. 
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3.3.1). Die Käfige waren mit Einstreu der Firma Altromin GmbH (Deutschland) eingestreut. Als 
Nistmaterial dienten Hobelspäne (ABH von AsBe-wood GmbH, Deutschland) sowie weiches 
Verpackungsmaterial und Zellstoff. Nagehölzchen (16 x 50 mm, AsBe-wood GmbH, Deutsch-
land) wurden als Enrichment angeboten.  
Die Fütterung erfolgte mit Hamster-Diät-Futter (Haltungsfutter für Hamster, Art.-Nr. 7024, Alt-
romin, Deutschland). Tiere bis zu einem Alter von 21 Tagen erhielten eine spezielle Hamster-
Zucht-Diät (Zuchtfutter für Hamster, Art.-Nr. 7014, Altromin, Deutschland). Futter und Wasser 
wurde ad libidum zur Verfügung gestellt. Beim Umsetzen wurden zusätzlich Sonnenblumenkerne 
verfüttert.  
3.2 Material 
I. Für die Untersuchungen der mRNA-Expression wurden folgenden Kits und Substan-
zen verwendet: 
- Nuklease-freies Wasser (Ambion, ThermoFischer Scientific, Gaithersburg, USA) 
- KAPA Probe Fast qPCR Master mix (2x) (peqlab/VWR, Erlangen Deutschland) 
- qScript cDNA SuperMix (Quanta Biosciences, Gaithersburg, USA) 
- RNease Plus Kit (Quiagen GmbH, Hilden, Deutschland) 
- Taq-Man Gene expression assays (Applied biosystems, ThermoFisher Scientific, Kon-
zernsitz in Waltham, USA): 
a. BDNF (Mm01334044) 
b. Car7 (Mm 00551727, CAH7) 
c. GapdH (HS99999915_21, house-keeping Gen) 
d. Hprt (Mm015455399, house-keeping Gen) 
e. Nkx 2.1 (Mm00447558) 
f. Parvalbumin (Mm00443100) 
g. S18 (HS99999901_s1, house-keeping Gen) 
h. Slc12a5 (Mm00803929, KCC2) 
II. Für die  Immunhistochemie (IHC) wurden folgende Antikörper (AK) verwendet: 
1. Primäre  AK: 
a) Hähnchen Anti-human BDNF IgY (Polyklonal, G1641, Promega, Mannheim, Deutsch-
land) 
b) Kaninchen Anti-BDNF (NovusBiologicals, Littleton, USA) 
c) Kaninchen Anti-Nkx 2.1 (EP1584Y, Epitomics/Tochterfirma von Abcam, ab76013, 
Cambridge, UK) 
d) Maus Anti-BDNF IgG2b (Developmental Studies Hybridoma Bank at the University of 
Iowa, DSHB, IOWA, USA) 
e) Maus Anti-NeuN IgG1 (monoklonal, MAB377, Chemicon/Millipore, Darmstadt, 
Deutschland) 
f) Maus Anti-Parvalbumin (MAB 1572, Millipore, Darmstadt, Deutschland) 
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2. Sekundäre AK: 
a) AlexaFlour 488 AffiniPure F(ab´)2 Fragment Esel Anti-Hähnchen IgY (H+L, 715-546-
155) 
b) AlexaFlour 488 AffiniPure Esel Anti-Maus IgG (H+L; 711-545-150) 
c) AlexaFlour 594 AffiniPure Esel Anti-Maus IgG (H+L, 715-585-150) 
d) AlexaFlour 594 AffiniPure Esel Anti-Kaninchen IgG (H+L; 711-585-152) 
Alle: Jackson ImmunoResearch/ Dianova, Sulfolk, UK 
 
III. Für die IHC wurden des Weiteren die folgenden Reagenzien verwendet: 
- Normales Eselserum (normal donkey serum, NDS; Jackson ImmunoResearch, Sulfolk, 
UK) 
- Tissue-Tek O.T.C. (Sakura Finetek Germany GmbH, Staufen, Deutschland) 
- Vectashild Antifade Mounting Medium, H-1000 (Vector laboratories, Burlingame, USA) 
- Vectashild Antifade Mounting Medium with DAPI, H 1200 (Vector laboratories, Burlin-
game, USA) 
 
IV. Für die Untersuchung der BNDF-Proteinexpression kamen folgende Kits zur An-
wendung 
- Quantikine ELISA human BDNF Immunoassay (R&D, Minneapolis, USA) 
- Pierce BCA Protein Assay Kit (ThermoFischer Scientific, Gaithersburg, USA)   
 
Weitere Chemikalien, Geräte, spezielle Reagenzien für die Molekularbiologie und für die IHC 
sind im Anhang genannt. 
3.3 Methoden 
3.3.1 Induktion der Dystonie und Beurteilung der Schweregrade  
Beim dt
sz
 Hamster können die dystonen Attacken durch Stress induziert werden. Die dystonen 
Symptome zeigen einen altersabhängigen Verlauf. So sind sie ab dem 16. LT induzierbar, haben 
ihre maximalste Ausprägung zwischen dem 30.-45. LT. Danach kommt es zu einer spontanen 
Remission, so dass ab ca. dem 70. LT keine Dystonie mehr induzierbar ist (LÖSCHER et al. 
1989, RICHTER und LÖSCHER 1998).  
Bevor die Gehirne von ca. 33 Tage alten weiblichen und männlichen dt
sz
 und Kontrollhamstern 
entnommen wurden (Anzahl der Tiere siehe Tab. 3.1) erfolgte am Tag des Absetzens (21. LT) die 
Beurteilung der Ausprägung der Dystonie nach der erfolgten Stressinduktion. Zur Auslösung 
wurde ein standardisiertes Verfahren, die sogenannten „triple stimulation technique“ verwendet 
(RICHTER und LÖSCHER 1998), bestehend aus: (1) Fangen der Tiere und wiegen in Tierwaage 
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(z.B. Scout Pro, Ohaus, Parsippany, USA); (2) Intraperitoneale (i.p.) Injektion von physiologi-
scher Kochsalzlösung; (3) Überführung des Tieres in einen neuen, leeren Käfig. 
Der Schweregrad der Dystonieausprägung kann in sechs Stadien (Scoresystem) unterteilt werden. 
Die Hamster erreichen ihr individuell höchstes Stadium innerhalb von 3 h. Die Attacken dauern 
dann meist zwischen 2-5 h an und verschwinden danach vollständig. Zwischen den dystonen At-
tacken zeigen die Tiere ein ungestörtes Allgemeinbefinden. Die Schwere der Dystonieausprägung 
und die Dauer der Stadien variieren zwischen den Tieren. Nicht jedes Tier erreicht die höheren 
Stadien, auch können Stadien übersprungen werden (RICHTER und LÖSCHER 1998). Die sechs 
Stadien sind wie folgt definiert: 
1. Stadium: Der Hamster zeigt einen abgeflachten Gang, die Ohren sind dabei angelegt.  
2. Stadium: Dieses Stadium ist gekennzeichnet durch vermehrtes Aufrichten, teils mit über-
kreuzenden Vordergliedmaßen, durch Muskelzuckungen des Gesichtes (Grimassieren) 
und durch ein verzögertes Setzen der Vordergliedmaße, wodurch es zu einem veränderten 
Gangbild kommt. 
3. Stadium: Charakterisiert durch eine Hyperaktivität der Extensoren der Hintergliedmaßen. 
Der Hamster fußt mit den Zehenspitzen.  
4. Stadium: Durch dazukommende sich verstärkende Kontraktionen der Rumpfmuskulatur 
verliert der Hamster die Balance und fällt seitlich um. Es kann zu seitlichen, schrauben-
förmigen Bewegungen kommen. 
5. Stadium: Es kommt zu starken Muskelkontraktionen im Rücken und in den Hinterglied-
maßen. Der Hamster liegt auf dem Bauch und die Hinterbeine sind nach kaudal ausge-
streckt (Hyperextension).  
6. Stadium: Der Hamster ist bewegungsunfähig; alle Gliedmaßen sind nach kranial ge-
streckt. Die Rückenmuskeln sind kontrahiert. Der Kopf wird teilweise nach oben ge-
streckt (Opisthotonus; LÖSCHER et al. 1989, RICHTER und LÖSCHER 1998).  
Erreichte ein Hamster das 6. Stadium, so wurde das Tier in seinen Heimatkäfig gebracht (Ver-
suchsabbruch). 3 Stunden nach der i.p.-Injektion wurde der Versuch ebenfalls abgebrochen und 
das entsprechende Tier in den Heimatkäfig verbracht. Die erreichten Stadien und die Dauer bis 
zum Erreichen des Stadiums wurden während des Versuches protokolliert. 
Bei den Kontrollhamstern, die keine Dystonie entwickeln, wurde in derselben Weise Verfahren. 
Die Tiere für die IHC wurden zwei bis drei Tage vor der Euthanasie ein zweites Mal auf Dysto-
nie getestet. Bei 18 Tage alten Hamstern wurden die Gehirne ohne vorangehende Testung ent-
nommen. 
3.3.2 Euthanasie und Perfusion 
Zur Euthanasie der 18 und 33 Tage alten Tiere erfolgte eine Injektion von mindestens 100 mg 
Pentobarbital/kg Körpergewicht (Narkoderm, 182,3 mg Pentobarbital/ml, CP-Pharma, Burgdorf, 
Deutschland) i.p.. Anschließend wurden die Tiere in den Käfig zurückgesetzt und gewartet bis 
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der Tod eintritt. Der Eintritt des Todes wurde erkannt an: Muskelrelaxation, fehlendem Zwi-
schenzehenreflex, Atemstillstand und fehlendem Herzschlag.  
Nach der Tötung wurden die Tiere für die IHC und die Molekularbiologie unterschiedlichen Ver-
fahren unterzogen. An den Tieren, deren Gehirne für die IHC bestimmt waren, wurde eine trans-
kardiale Perfusion durchgeführt (s.u.), während bei den Tieren für die Molekularbiologie nach 
Eintritt des Todes eine kurze Spülung des toten Tierkörpers mit einer 0,1 molaren phosphatgepuf-
ferten Salzlösung (PBS; pH 7,4), versetzt mit 20 Einheiten Heparin/ml (Heparin sodium salt; 
Sigma Aldrich, Deutschland), über das Herz erfolgte.  
Direkt nach dem Eintritt des Todes erfolgte die transkardiale Perfusion. Der Brustkorb wurde mit 
Hilfe einer chirurgischen Schere von kaudal nach kranial durch parallele Schnitte zur Wirbelsäule 
eröffnet. Durch einen Scherenschlag wurde die linke Herzkammer eröffnet und eine Knopfkanüle 
bis in die Aorta vorgeschoben und dort mit Hilfe einer Klemme fixiert. Durch einen weiteren 
Scherenschlag wurde dann das rechte Herzohr eröffnet und die Gefäße hierüber mit einer 0,1 
molaren PBS Lösung (pH 7,4), versetzt mit 20 Einheiten Heparin/ml, gespült. Die erfolgte Perfu-
sion konnte durch Hellfärbung der Organe (z.B. Leber) per Sichtkontrolle überprüft werden. Im 
Anschluss erfolgte die Perfusion mit 4% Paraformaldehyd. Danach wurde das Gehirn entnommen 
(siehe 3.3.3).  
Bei den 18 und 33 Tage alten Tieren für die molekularbiologischen Untersuchungen wurde eine 
vergleichbare Methode gewählt, allerdings mit folgendem Unterschied: hier erfolgte nach Eintritt 
des Todes nur eine Spülung des Tierkörpers mit 0,1 M PBS Lösung (pH 7,4) versetzt mit 20 Ein-
heiten Heparin/ml, d.h. keine Perfusion mit Paraformaldehyd. Die Spülung erfolgte so lange, bis 
die aus dem rechten Herzohr austretende Spülflüssigkeit nur noch wenige Blutreste enthielt, also 
fast klar war. Im Anschluss erfolgte die Entnahme des Gehirns (s.u.).  
3.3.3 Probenentnahme und Lagerung 
Nach Entnahme wurden die Gehirne für die immunhistologischen Untersuchungen für 24 h bei 
4°C  in einer 4% Paraformaldehydlösung postfixiert (lange Postfixation). Der andere Teil wurde 
für 1 h bei 4°C im Kühlschrank postfixiert (kurze Postfixation). Anschließend erfolgte eine Lage-
rung für 24 h jeweils in einer 10 %-igen, dann in einer 20 %-igen  und danach in einer 30 %-igen 
Saccharose-PBS-Lösung (entsprechen 100 g, 200 g oder 300 g Saccharose mit einem Liter 0,1 M 
PBS mit pH-Wert 7,4). Die Gehirne wurden nur in die nächst höher konzentrierte Zuckerlösung 
überführt, wenn diese auf den Grund des verwendeten 15 ml Falkontubes abgesunken waren. 
Danach wurden die Gehirne kurz in 0,1 M PBS gewaschen und getrocknet. Daraufhin erfolgte 
der Gefrierprozess in pulverisiertem Trockeneis und die Lagerung bei -80 °C. 
Bei den Gehirnen für die molekularbiologischen Untersuchungen der 33 und 18 Tage alten Tiere 
erfolgte ein modifiziertes Vorgehen. Die Hemisphären wurden nach der Gehirnentnahme mittels 
Skalpell auf einer eisgekühlten Glasscheibe separiert, wobei das Stammhirn mittig durchtrennt 
wurde. Die linke Gehirnhälfte wurde dann unter Hilfenahme von mit Trockeneis gekühlten 2-
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Metyhlbutan (ca. -35°C) in Tissue-Tek (Sakura Finetek, Staufen, Deutschland) eingefroren. Die 
rechte Gehirnhälfte wurde in Kortex (Cx), Striatum (STR) und Stammhirn (zusammen mit Cere-
bellum und Truncus cerebri = „Rest“) präpariert. Die einzelnen Organteile wurden mittels Fein-
waage (Analytic AC, Sartorius AG, Göttingen, Deutschland) schnell in gekühlten Kryoröhrchen 
(CRYO.S, Greiner bio-one, Frickenhausen, Deutschland) gewogen und anschließend mittels flüs-
sigen Stickstoffs eingefroren. Die Lagerung erfolgte jeweils bei -80 °C. Die Proben für den 












Abb. 3.1 Übersicht über die angewendeten Methoden 
Auf der linken Seite (schwarze Umrandungen) sind die untersuchten Faktoren dargestellt, 
die rechte Seite (farbige Umrandungen) zeigt die Untersuchungsmethoden und Altersgrup-
pen. Folgende Methoden wurden verwendet: IHC (dunkelrot), qPCR (blaue Umrandung) 
und ELISA (gelb). Die Farbe der Altersgruppen symbolisiert die Tiergruppen. So wurden 
immunhistologische Untersuchungen an 33 Tage alten Tieren durchgeführt (schwarz, Paraf-
ormaldehyd-fixiert). Die Untersuchungen mittels qPCR und ELISA wurden an unfixiertem 
Gewebe bei 18 Tage (grüne Schrift) und 33 Tage (dunkelrote Schrift) alten Tieren durchge-
führt. Die Gesamttierzahl gibt Tabelle 3.1 und die Tierzahlen aufgeschlüsselt für die einzel-
nen Methoden gibt Tabelle 3.2 wieder.  
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Tabelle 3.2 Tierzahlen aufgeschlüsselt nach Untersuchungsfaktor und -methode 
Methode qPCR ELISA IHC 
Alter 18. LT 33. LT 18. LT 33. LT 33. LT 
Nkx 2.1 13/14 13/ 13  - - 7/ 8 
Parvalbumin 13/ 13   
13/ 14  
13/ 13 - - qualitativ 
GABA-
Switches 
13/ 14  10/ 10  - - - 
BDNF 12/ 13  14/12  16/16 17/17 10/ 10 
Schwarz = Cx + STR; Rot = Cx, Grün = STR; x/x = Kontrolltiere/dt
sz 
 
3.3.4 Quantitative Real-Time PCR (qPCR) 
3.3.4.1 Probenpräparation 
Die Präparation der Proben erfolgte im Kryostaten (Hypax C 50, Zeiss, Jena, Deutschland) bei ca.   
-18°C. Der Tissue-Tek-Block wurde mittels einer Mikrotomklinge in Form geschnitten, so dass 
die Gehirnhälfte nur wenige mm vom Tissue-Tek O.T.C. eingerahmt war. Dann wurden mittels 
der Mikrotomklinge dünne Schnitte (wenn möglich unter 1 mm) von rostral nach kaudal angefer-
tigt. Aus diesen Schnitten wurde dann in Anlehnung an den stereotaktischen Atlas des Goldhams-
ters (MORIN und WOOD 2001) das STR mittels Skalpell extrahiert. Ebenfalls wurde der motori-
sche Cx präpariert. Da es nicht möglich ist, im nativen Gehirn den motorischen Cx von anderen 
Kortexarealen zu unterscheiden, dienten die entsprechenden Graphiken des stereotaktischen Atlas 
des Goldhamsters (MORIN und WOOD 2001) als Vorlage. Folglich handelt es sich um eine An-
reicherung der entsprechenden Kortexareale und nicht um eine genaue Präparation. Die entnom-
menen Gewebestücke wurden direkt in 1,5 ml Reaktionsgefäße überführt, die im Kryostaten ge-
lagert waren. Im Anschluss erfolgte die Lagerung bei -80°C. 
3.3.4.2 mRNA Isolation 
Die mRNA Isolation erfolgte unter Verwendung des RNeasy Plus-Kits. Grundsätzlich wurden 
alle Arbeitsflächen und Materialien mit RNAse Away (Molecular Bio Products, Toronto, Kana-
da) eingesprüht, um Kontaminationen durch RNAsen zu minimieren. 
Die Isolation wurde gemäß dem mitgelieferten Versuchsprotokoll (RNeasy Plus Mini Handbook, 
Stand Dezember 2014) durchgeführt. Zuerst wurden die Gewebeteile mit 600 µl RLT Puffer (Be-
standteil des Kits), der mit 10 µl 2-Mercaptoethanol (Sigma Aldrich, Steinheim, Deutschland)/ml 
Puffer versetzt war, unter Verwendung eines Handhomogenisators (Pellet Pistill Homogenisier-
gerät, Scherf Präzision Europa GmbH, Meiningen-Dreissigacker, Deutschland), homogenisiert. 
Der hochsalzige RLT-Puffer enthält Guanidin-Isothiocyanat und inaktiviert RNAsen. Zum Ent-
fernen der DNA wurde das Homogenisat auf die entsprechenden Säulen (gDNA Eliminator Mini-
Spin-Columns, aufgesteckt auf Auffanggefäße) aus dem Kit pipettiert, die spezifisch bei Ver-
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wendung des optimal eingestellten RLT-Puffers DNA bindet. Anschließend wurden die Säulen 
mit den Auffanggefäßen bei 10.000 U/min für 30 Sekunden (sec) zentrifugiert. Die Säule wurde 
anschließend verworfen. Es folgte die Mischung des Durchflusses mit 70% Ethanol im Verhältnis 
1:1, damit die RNA im nächsten Schritt an die Säulen binden kann. Dazu wurden 600 µl des Ge-
misches auf die RNA bindende Säulen (RNeasy Mini Spin Columns) pipettiert. Als Auffangge-
fäße dienten 1,5 ml Reaktionsgefäße. Es folgte eine einminütige Zentrifugation bei 10.000 
U/Minute (min). Der Durchfluss wurde nach Entfernen der Säule verworfen. Dieser Vorgang 
wurde mit dem restlichen Gemisch und gleicher Säule wiederholt, da die Säule auf Grund Ihrer 
Größe nur die maximale Verwendung von 600 µl zuließ. Der Durchfluss wurde ebenfalls verwor-
fen. Die RNA war nun an die RNeasy Mini spin columns gebunden. Zum Reinigen der RNA 
wurde auf die Säule 700 µl RW1-Puffer aus dem Kit pipettiert. Es folgte wieder eine einminütige 
Zentrifugation mit anschließendem Verwerfen des Durchflusses. Danach wurden 500 µl des mit-
gelieferten RPE-Puffers auf die Säule gegeben. Die Säule wurde bei 10.000 U/min für 1 min 
zentrifugiert. Der Durchfluss wurde jeweils verworfen. Dieser Reinigungsvorgang wiederholte 
sich mit einer Zentrifugation für 2 min. Die Reinigungspuffer waren so eingestellt, dass die 
RNA-Bindung an den Säulen aufrecht erhalten blieb, während andere Zellbestandteile aus der 
Membran gelöst werden konnten. Die Säule wurde dann in neue 2 ml Auffanggefäße überführt 
und für 1 min mit maximaler Geschwindigkeit in der Zentrifuge getrocknet. Es erfolgte das Ab-
saugen von Flüssigkeitsreste auf der Säule mit Hilfe einer Pipette und Überführung der Säule in 
neue 1,5 ml Reaktionsgefäße. Im Anschluss daran wurden 50 µl mitgeliefertes RNAse-freies 
Wasser auf die Membran pipettiert und es erfolgte eine weitere Zentrifugation für 1 min bei 
10.000 U/min. In dem Durchfluss befand sich dann die mRNA. Laut Hersteller wird auf diese Art 
und Weise eine Anreicherung von mehr als 200 Basenpaaren langen RNAs erreicht, so dass z.B. 
die kürzeren tRNAs nicht mit isoliert wurden. Die Lagerung der extrahierten mRNA erfolgte bei 
-80°C. 
3.3.4.3 cDNA-Synthese 
Zuerst wurden die Untersuchungen an den ca. 33 Tage alten Tieren durchgeführt. Daher erfolgte 
die cDNA-Synthese (Umschreiben der mRNA in den komplementären DNA-Strang) zuerst für 
diese Gruppe. Die Synthese fand in 200 µl PCR-Reaktionsgefäßen statt. Es wurde das Pipettier-
schema aus Tab. 3.3 verwendet. 
Tab. 3.3 Pipettierschema cDNA-Synthese, 33 Tage alte Hamster: 
Reagenzien/Probe STR Cx 
qScript cDNA SuperMix   4 µl 2 µl 
Nuklease-freies Wasser  14 µl 7 µl 
mRNA- Probe 2 µl 1 µl 
 
Anschließend wurde das Gemisch vorsichtig auf niedrigster Stufe mit einem Tischschüttelgerät 
(Vortex-Genie 2, Scientific Industries, Bohemia, USA) geschüttelt (nicht gevortext) und danach 
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erfolgte mit einer Tischzentrifuge (Mini-Tischzentrifuge, Fischer Scientific, Schwerte, Deutsch-
land) ein kurzes Herunterzentrifugieren. Im qScript cDNA SuperMix sind laut Herstellerangabe 
(beiliegende Anleitung zum Kit) enthalten:  Puffer, die dNTPs (Nukleotide), MgCl2, die Primer, 
RNAse Inhibitoren, eine reverse Transkriptase und Stabilisatoren. Damit enthält das Kit alle not-
wendigen Reagenzien. Nach dem Herunterzentrifugieren wurde im Thermocycler (GeneAMP 
PCR System 9700, Applied Biosystem, Darmstadt, Deutschland) die cDNA-Synthese mit einem 
vom Hersteller empfohlen PCR-Programm mit denen in Tab 3.4 aufgeführten Spezifikationen 
durchgeführt. 
 
Tab. 3.4 Pre-PCR-Programm: 
Schritt 1 5 min bei 25 °C 
Schritt 2 30 min bei 42 °C 
Schritt 3 5 min bei 85 °C 
Schritt 4  Herabkühlen auf 4°C 
 
Der Deckel des PCR-Cyclers wurde auf 85 °C vorgeheizt, um Kondenswasserbildung zu vermei-
den. Die Lagerung der cDNA erfolgte bei -20 °C. Das Herstellerprotokoll wurde beibehalten, da 
nur so eine ideale Primerhybridisierung und anschließende Elongation erreicht werden konnte.  
Vor weiterer Verwendung der cDNA erfolgte eine Verdünnung im Verhältnis 1:1 mit Nuklease-
freiem Wasser. 
Später wurde der mRNA-Gehalt in den Ursprungsproben stichprobenweise unter Verwendung 
des Implen Nanometer P 360 (Implen GmbH, München, Deutschland) mit Verwendung des mit-
gelieferten roten Deckels (Lid 10, 1 µl/Probe) bestimmt. Die cDNA- Konzentration wurde für 
alle Proben ebenfalls mit dem Nanometer P 360 bestimmt. 
 
Bei den 18 Tage alten Tieren wurde ein etwas anderes Protokoll verwendet. Mit der Anschaffung 
des Implen Nanometer P 360 konnte das Protokoll optimiert werden. Es sollte bei jeder Probe als 
Ausgangsmaterial dieselbe Konzentration mRNA beim Umschreiben in cDNA verwendet wer-
den, um die eingesetzte Menge der Ursprungsprobe zu vereinheitlichen. Aus diesem Grund wur-
de bei den 18 Tage alten Tieren nach der RNA-Isolation die RNA-Konzentration mit dem Implen 
Nanometer 360 gemessen. Danach wurden das Verhältnis von RNA-Probe und RNAse-freiem 
Wasser so gewählt, dass bei den Striatumproben in 16 µl Gemisch aus RNA-Probe und Nuklease-
freiem Wasser ca. 200 ng RNA war. In dem entsprechenden 8 µl Gemisch der Kortexproben wa-
ren ca. 250 ng RNA. Die Berechnung erfolgte anhand eines einfachen Dreisatzes. So diente die 
Konzentration der mRNA (in ng/µl) als Grundlage zur Berechnung, wie viel µl von der RNA-
Probe im Endansatz verwendet werden mussten, damit die angegebene Konzentration erreicht 
wurde. Zur Berechnung der Menge des Nuklease-freien Wassers musste dann nur noch die ver-
wendete Menge der RNA-Probe von 16 µl (STR) oder 8 µl (Cx) subtrahiert werden. Da mehr Cx 
als STR präpariert werden konnte, aber dasselbe Protokoll bei der mRNA-Isolation angewendet 
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wurde, ergab sich ein höherer Gehalt mRNA für die Kortexproben. Das Pipettierschema für die 
cDNA Synthese ist in Tab. 3.5 dargestellt. 
Tab. 3.5 Pipettierschema cDNA-Synthese, 18 Tage alte Tiere: 
Reagenzien/Probe STR Cx 
qScript cDNA SuperMix 4 µl 2 µl 
Nuklease-freies Wasser + 
RNA Probe 




Zuerst wurde ein „Master-Mix“, entsprechend der Verhältnisse aus Tabelle 3.6 (ohne Probe) her-
gestellt. Das entsprechende Reaktionsgefäß wurde kurz mit der Hand geschüttelt und der Inhalt 
mit der Tischzentrifuge (Mini-Tischzentrifuge, Fischer Scientific, s.o.) kurz herunterzentrifugiert. 
Anschließend wurden 13,2 µl des Master-Mixes mit 3,3 µl cDNA der entsprechen Proben ver-
mischt. Pro Probe wurden 3 mal 5 µl dieses Ansatzes in eine 96-Well PCR Platte (PiKo PCR 
Plate, 96-Well, Finnzymes, Espoo, Finnland) pipettiert (Triplikate). Pro Gen und Durchgang 
wurden mindestens eine Negativkontrolle, bestehend aus 4 µl des entsprechenden Master-Mixes 
und 1 µl Nuklease-freiem Wasser, mitgemessen. Die qPCR- Platte wurde während des Pipettier-
vorganges durch eine kalte Metallplatte mit entsprechenden Vertiefungen gekühlt. Im Anschluss 
daran wurde die Platte kurz in eine Zentrifuge (Universal 320, Andreas Hettich GmbH, Tuttlin-
gen, Deutschland) anzentrifugiert (max. 7 sec). Die Amplifikation wurde in einem PikoReal 96 
Real-Time PCR Thermocycler (ThermoScientific, Waltham, USA) durchgeführt. Tabelle 3.7 
bildet das Protokoll ab.  
Tab. 3.6 Verhältnis der Reagenzien pro Well (5 µl Ansatz). 
Menge Reagenz 
2,5 µl KAPA Probe Fast qPCR Master mix (2x)  
0,25 µl Taq-Man Gene Expression Assays für das entsprechende Gen 
1,25 µl Nuklease-freies Wasser  
1 µl Entsprechende cDNA der Probe 
 
Der KAPA Probe Fast qPCR Master mix (2x) (peqlab/VWR, Erlangen, Germany) enthält die für 
die qPCR notwendige DNA-Polymerase, dNTPs (Nukleotide), MgCl2 und Stabilisatoren (Pro-
duktbeschreibung des Herstellers, KR0397 - v6.14). 
Folgende „Taq-Man Gene expression assays“ wurden verwendet: Hprt (mM015455399) und 
GapdH (HS99999915_21) und S18 (Hs99999901_s1) als sogenannte „House-keeping“ Gene (zur 
Normalisierung der späteren Werte), Parvalbumin (Mm00443100), Nkx 2.1 (Mm00447558), 
Car7 (CAH7, Mm00551727), Slc12a5 (KCC2, Mm00803929), BDNF (Mm01334044). Die As-
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says enthalten laut Herstellerangaben jeweils zwei Primer, eine „6-FAM dye-labeled TaqMan 
MGB Probe“ und eine „6-VIC dye-labeld TaqMan MGB Probe“ (Quelle: TaqMan Gene Expres-
sion Assays Protocol, heruntergeladen von Herstellerseite).  
Tab 3.7 Programm qPCR 
Anzahl der Zyklen (Cycles) Zeit und Temperatur 
1 1. 30 sec, 95 °C 
40 1. 5 sec, 95 °C 
2. 30 sec, 60 °C 
1 1. 30 sec, 60 °C 
1 1. 10 Sec, 20 °C 
 
Laut Hersteller ist die „HotStart DNA- Polymerase“ des Kits an einen Ak gekoppelt. Dieser ver-
hindert unerwünschte Reaktionen bevor die qPCR gestartet wird. Durch den ersten Zyklus mit 
einer Temperatur von 95 °C wird der Ak denaturiert und somit die Polymerase aktiviert. Bei 
Temperaturen von 95 °C binden die Polymerase und die Primer auch nicht an die cDNA. Erst bei 
einer Temperatur von 60 °C kommt es zur Primerhybridisierung und einer Elongation des ent-
sprechenden komplementären DNA-Stranges. Das KAPA Probe Fast qPCR Master mix (2x) ist 
auch für TaqMan-Primer geeignet (Produktbeschreibung des Herstellers, KR0397 - v6.14, herun-
tergeladen von Herstellerseite). Im TaqMan-Assay sind auch die TaqMan MGB Proben enthal-
ten. An diesem befindet sich ein so genannter „Reporter“. Dabei handelt es sich um ein Fluoro-
phor, welches von einem ebenfalls gebundenen Quencher geblockt wird. Wird nun ein DNA 
Strang abgelesen, bindet die TaqMan MGB Probe spezifisch hinter dem Forward-Primer 
(Schreibrichtung: 5´3`) an den abzulesenden DNA-Strang. Die DNA-Polymerase beginnt nun 
mit dem Vervollständigen des DNA-Stranges und löst den Reporter von der TaqMan MGB Probe 
und somit auch vom Quencher. Somit wird die Fluoreszenz des Reporters sichtbar und kann ge-
messen werden. Die Fluoreszenz steigt umso häufiger ein Strang in 5´3´Schreibrichtung in 
einem Zyklus elongiert wird. Die „verbrauchten“ TaqMan MGB Proben binden nicht mehr an die 
DNA und spielen im weiteren Verlauf der qPCR keine Rolle (TaqMan Gene Expression Assays 
Protocol; (NAVARRO et al. 2015). 
Die entstehende Fluoreszenz wird ständig vom PikoReal 96 Real-Time PCR Thermocycler ge-
messen und mit Hilfe der PikoReal Software 2.1 (ThermoScientific, Waltham, USA) ausgewer-
tet. In der Software ist ein so genannter Schwellenwert (105,49) hinterlegt. Dieser Schwellenwert 
sollte knapp über der Hintergrundfluoreszenz liegen. Den Zyklus, bei dem der Schwellenwert 
überschritten wird, bezeichnet mal als Schwellenwertzyklus (treshold-cyle, ct). Mit Hilfe des ct-
Wertes kann man dann die mRNA relativ quantifizieren (siehe 3.3.6 Statistische Analyse). 
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3.3.5 Immunhistochemie (IHC) 
3.3.5.1 Probenvorbereitung 
Die bei -80 °C gelagerten Gehirne wurden im Kryostaten (Hypax C 50, Zeiss, Jena, Deutschland) 
in Tissue-Tek O.T.C. eingebettet. Die Schnittdicke betrug 40 µm. Die Temperatur im Kryostaten 
betrug ca. -18 °C. Die Schnitte wurden in 24 bzw. 48 Well-Platten sortiert, die mit einer Gefrier-
schutzlösung gefüllt waren (42,8 g Saccharose, 0,33 g MgCl2, 250 ml Glycerol, 250 ml 0,1 M  
PBS, pH 7,4). Die Lagerung erfolgte bis zur Verwendung bei -20 °C. 
3.3.5.2 Grundsätzliche IHC-Verfahrensweisen 
Der in dieser Arbeit angewendete immunhistochemische Nachweis beruht auf der spezifischen 
Bindung von Ak an ein Antigen (Review: SWANSON 1988). Grundsätzlich wurden zwei ver-
schieden Verfahrensweisen gewählt: (1.) Die IHC an schon aufgezogenen Schnitten, (2.) Das 
Durchführen der IHC an freischwimmenden Schnitten. Bei der IHC an aufgezogenen Schnitten 
erfolgte nach dem Aufziehen das Waschen mittels TBS-Puffer (154 mM NaCl, 50 mM Tris Base, 
pH 7,6). Nach Erhöhung der Zellmembranpermeabilität durch die Verwendung des nicht-
ionisches Tensides Triton X-100 (Sigma-Aldrich Chemie GmbH, München, Deutschland) erfolg-
te das Absättigen (Blocken) unspezifischer Bindungsstellen mittels normalen Eselserums, danach 
die Inkubation mit dem primären Ak mit anschließendem Waschgang mit TBS-Puffer. Im An-
schluss wurden die Schnitte mit sekundärem Ak (AlexaFluor 488: Adsorption 493 nm, Emission 
519 nm; AlexaFluor 594: Adsorption 651 nm, Emission 667 nm) inkubiert. Die Färbung der frei-
schwimmenden Schnitte erfolgte in 24 Well-Platten auf ähnliche Weise meistens mit zwei (Mi-
nimum 250 µl) oder maximal mit drei (Minimum 300 µl der entsprechenden Lösung) Schnitten 
pro Well. Das Protokoll war darüber hinaus vergleichbar zu dem Protokoll für die bereits aufge-
zogenen Schnitte. Im Regelfall war keine Erhöhung der Zellmembranpermeabilität nötig.  
Wenn möglich wurden die Schnitte während der Inkubationen auf dem Orbitalschüttler (SeaStar, 
Heathrow Scientific LLC., Illinois, USA)  bei 85-110 U/min geschwenkt (z.B. nicht bei Lagerung 
im Kühlschrank bei 4 °C). Grundsätzlich wurde bei allen immunhistologischen Nachweisen auch 
eine Negativkontrolle erstellt, die aus zwei Schnitten besteht. Bei den Negativkontrollen wurde 
auf den primären Ak verzichtet und es erfolgte bei dem entsprechenden Schnitt nur die Inkubati-
on mit der entsprechenden Trägerlösung. 
Für folgende Antigene sollte eine immunhistochemische Markierung etabliert werden: NeuN 
(Neuronal Nuclei) als Marker für Neurone (Synonym: Rbfox3; (KIM et al. 2009, MULLEN et al. 
1992), BDNF (siehe Kapitel 2.4.4), Parvalbumin (siehe Kapitel 2.2.3.1) und Nkx 2.1 (siehe Kapi-
tel 2.4.2). Zur Etablierung der immunhistochemischen Färbungen konnte auf die Schnitte der 
unter Tab. 3.1 bzw. Tab. 3.2 aufgeführten Proben zurückgegriffen werden, da für die Hauptunter-
suchungen nicht alle Schnitte benötigt wurden. 
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3.3.5.3 Parvalbumin (PV) und Nkx 2.1 
Die Parvalbuminfärbung wurde bereits für den dt
sz
 Hamster etabliert (GERNERT et al. 2000, 
HAMANN et al. 2007) und das Protokoll musste nur noch für die Fluoreszenzmarkierung getes-
tet werden. Ziel war die Doppelfärbung mit Nkx 2.1. Der Ak für Nkx 2.1 wurde auf Grundlage 
der Publikation von YU et al. (2009) ausgewählt. Zum immunhistochemischen Nachweis von 
Nkx 2.1 wurde in Vorversuchen getestet: (1.) lang- und kurzfixierte Schnitte vom Hamster, (2.) 
Färbedauer: über Nacht, 48 h bis 72 h (bei kurz fixierten Schnitten), (3.) unterschiedliche Kon-
zentrationen beim Blockpuffer: 10 und 15% NDS, (4) aufgezogene im Vergleich zu freischwim-
menden Schnitten (bei kurz fixierten Schnitten). 
 
Somit wurde ein Protokoll für kurzfixierte 40 µm dicke und bereits aufgezogene Hirnschnitte 
gewählt:  
1. 3 x waschen mit 1 ml TBS für 10 min, 
2. Aufziehen der Schnitte auf Objektträger (Superfrost Ultra Plus, ThermoScientific, 
Waltham, USA), 
3. Einrahmen der Schnitte mit Wasser-Barriere-Marker (roter Roti-Liquid barrier Marker, 
Carl Roth GmbH, Karlsruhe, Deutschland), 
4. Permeabilisation: 0,5% Triton X 100 in TBS, 30 min, Raumtemperatur (RT), 
5. Blocken: 10% NDS, 0,5% Triton X 100, TBS, 1 h, RT, 
6. Kurzes Waschen mit TBS, 
7. Inkubation mit primären Ak: 
Kaninchen Anti-Nkx 2.1, Konzentration: 1:500; 
Maus Anti-Parvalbumin, Konzentration: 1:1000;  
Trägerlösung: 2% NDS, 0,5% Triton X 100, TBS für 72 h, 4°C; der Flüssigkeitsstand auf 
den Objektträgern wurde regelmäßig kontrolliert, 
8. 3 x waschen mit TBS für 5 min, 
9. Inkubation mit sekundären Ak: 
AlexaFluor 594 AffiniPure Esel Anti-Kaninchen IgG, Konzentration: 1:500; 
AlexaFluor 488 AffiniPure Esel Anti-Maus IgG, Konzentration: 1:500; 
Trägerlösung: 2% NDS, 0,5% Triton X 100, TBS für 45 min, RT, 
10. 3 x waschen mit TBS für 3 min,  
11. 1 x waschen mit Wasser für 2 min, 
12. Aufziehen und eindecken mit Vectashild Antifade Mounting Medium, H-1000, 
13. Lagerung im Dunkeln bei 4°C. 
  
Bei der Etablierung wurde die Färbeintensität der fluoreszenzmarkierten Schnitte mit Hilfe des 
erweiterten Axioskop II Mikroskop (Zeiss, Oberkochen, Deutschland, s.u.) optisch bewertet. Die 
Doppelfärbung wurde an zufällig ausgewählten Schnitten (dt
sz
- und Kontrollhamster) beispielhaft 
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mit einem Konfokalmikroskop (Olympus Fluoview FV 1200, Software Olympus Fluoview 4.1, 
Olympus, Hamburg, Deutschland) beurteilt.  
Die Zählung der Nkx 2.1-positiven Zellen erfolgte unter Verwendung eines Zeiss Axioskop II 
Mikroskops (Zeiss, Oberkochen, Deutschland), modifiziert mit (1.) einer Ludl XYZ automati-
schen motorischen Plattform mit einem z-Achsen Mikrokator (Visitron Systems, Puchheim, 
Deutschland), (2.) einer Cool LEDpe300- Lampe (CoolLED, Andover, UK) und (3.) einer Retiga 
2000R CLR-12 Digitalkamera (Qimaging, Surrey, Kanada). Das Mikroskop wurde mit der ange-
koppelten Stereoinvestigator Software (MBF Bioscience, Williston, USA) bedient. Die stereolo-
gische Zellzählung erfolgte mit der „Optical fractionator estimator“-Methode der Stereoinvestiga-
tor Software. Es wurden die Schnitte von 7 Kontroll- und 8 dt
sz
 Hamstern für die Zählung ver-
wendet. Jeweils jeder 8. der 40 µm dicken Schnitten wurde von Beginn bis Ende des Striatums in 
die Wertung einbezogen. Das Gitternetz betrug 250 x 250 µm (SRS- Layout, s.u.) und der Zähl-
rahmen hatte eine Größe von 100 x 100 µm. Die Objektträger wurden kodiert (verblindetes Ver-
suchsdesign). Mithilfe des 10 x Objektives wurden die Striata entsprechend den Abbildungen des 
stereologischen Hamsteratlases (MORIN und WOOD 2001) umrahmt. Zum Zählen wurde das 40 
x Objektiv verwendet.  
Stereologie ist eine mathematische Lösung zur Analyse eines dreidimensionalen Objektes anhand 
flacher Bilder/Abbildungen (ELIAS 1967). Die hier angewendeten Grundlagen sind z.B. be-
schrieben von ELIAS und HYDE (1980), GLASER et al. (2007), HOWARD und REED (2010) 
und sollen im folgendem verkürzt dargestellt werden: Das zufällig vom Computerprogramm über 
den Schnitt festgelegte Gitternetz sorgte dafür, dass in regelmäßigen Abständen dennoch zufälli-
ge Zählfelder vom Programm festgelegt werden können (Systamatic Randomyl Sampled Layout, 
SRS-Layout). Das Zählfeld wurde als Viereck dargestellt und bestand aus je zwei zusammenlie-
genden rechtwinkligen roten und grünen Linien. Es wurden nur Zellen gezählt, die innerhalb des 
Zählfeldes liegen oder die die grünen Linien berührten. Zellen, die die roten Linien berührten, 
auch wenn diese im Zählfeld lagen, wurden gemäß den Regeln nicht gezählt. Des Weiteren wur-
den an den Schnitträndern Sicherheitsabstände eingehalten, damit nur ganze Zellen gezählt wur-
den. So betrug die eigentliche Dicke des Schnittes beim Zählen (Zähldicke) nur 25 µm.  
Die folgende Formel liegt dann den Berechnungen der Zellzahl zu Grunde: 










N = Zellzahl/Volumen; Q_= Gezählte Partikel (Zellen); t = Dicke des Schnittes; h = Höhe des 
Zählfeldes; asf = Auswahlsatz Fläche (area sampling fractions); ssf = Auswahlsatz Schnitte (sec-
tion sampling fraction (GUNDERSEN 1986, HOWARD und REED 2010, WEST et al. 1991). 
Die Berechnung erfolgte durch die Stereoinvestigator-Software. 
Zur Bewertung der Datengenauigkeit wurden die Fehlerkoeffizienten (coefficient of error, CE) 
nach den Methoden von GUNDERSEN et al. (1999) und nach SCHMITZ und HOF (2000), be-
rechnet durch die Stereoinvestigator Software, herangezogen. Das SRS-Layout und der Zählrah-
men wurden durch Vorversuche so gewählt, dass beide CEs möglichst kleiner als 0,07 waren.   
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3.3.5.4 BDNF 
Zur Untersuchung der Lokalisation von BDNF beim Hamster und zur Messung der Expressions-
intensität sollte BDNF im Cx und STR immunhistochemisch markiert werden. Der immunhisto-
chemische Nachweis von BDNF wird in der Literatur methodisch kritisch diskutiert (DIENI et al. 
2012). Deshalb wurden drei verschiedene Ak für die IHC von BDNF (siehe 3.2) getestet: (1.) ein 
Kaninchen Anti-BDNF polyklonaler Ak (NovusBiologicals); (2.) ein polyklonaler Hähnchen 
Anti-Human BDNF IgY (IgG) Ak von Promega, sowie (3.) ein Mäuse anti-BDNF IgG2b von 
DSHB. Für die kommerziell erhältlichen Ak (Promega, NovusBiologicals) konnte über Testung 
diverser Protokolle keine spezifische BDNF-Markierung erzielt werden. Zur Überprüfung kam 
z.B. auch ein Maus Anti-NeuN (Doppelmarkierung neuronaler Kerne zusammen mit BDNF) zur 
Anwendung. Hiermit zeigte sich für den Ak von Promega eine Lokalisation der BNDF-
Markierung im Bereich des Zellkerns, was physiologisch nicht möglich ist. Aufgrund umfassen-
der Überprüfung des Mäuse anti-BDNF durch DIENI et al. (2012) wurde dieser Ak von DSHB 
(siehe 3.2) für die vorliegenden Untersuchungen verwendet. Im Rahmen der Etablierung der Me-
thode wurden die Zellkerne mit DAPI (4´,6- Diamidin- 2- phenylindol) angefärbt (Vectashield 
Antifade Mounting Medium with DAPI, H-1200, Vector laboratories, Burlingame, USA). DAPI 
bindet an die DNA (weniger an die RNA) im Zellkern und fluoresziert blau (Adsorption: 360 nm; 
Emission: 460 nm).  
Getestet wurden Protokolle an 40 µm Schnitten von lang- und kurzfixiertem Gewebe. Variiert 
wurde u.a.: Die Inkubationsdauer des primären DSHB-Ak (8 h, 24 h und 48 h) und die Wasch-
schritte (3-4 mal, 5-10 min). Teils erfolgten außerdem Vergleiche der Markierungen zwischen 
Maus und Hamster, da das von DIENI et al. (2012) beschriebene Protokoll für Untersuchungen 
an Mäusegehirnen erstellt wurden.  
 
Erarbeitet wurde somit folgendes Protokoll für kurzfixierte, freischwimmende 40 µm Schnitte: 
1. 4 x Waschen in 2 ml TBS für je 10 min, RT,  
2. Blocken: 10% NDS, 0,5% Triton X100, TBS; für 1 h, RT, 
3. Inkubation mit Mäuse Anti-BNDF IgG2b; Konzentration: 0,08 mg/ml; Trägerlösung: 2% 
NDS, 0,5% Triton X100, TBS; für 48 h bei 4°C, 
4. 4 x Waschen in 1 ml TBS für je 10 min, RT, 
5. Inkubation mit AlexaFluor 594 Affini Pure Esel Anti-Maus IgG; Konzentrationen: 1:500; 
Trägerlösung: 2% NDS, 0,5% Triton X100, TBS; für 45 min bei RT,  
6. 4 x Waschen in 1 ml TBS für je 10 min, RT, 
7. Aufziehen auf Objektträger und Eindecken mit Vectashild Antifade Mounting Medium, 
H-1000 oder Vectashild Antifade Mounting Medium with DAPI, H-1200. Die Lagerung 
erfolgt im Dunklen bei 4°C. 
Die Auswertung der immunhistologischen Färbung erfolgte anhand einer Intensitätsmessung der 
Fluoreszenz, da BDNF sich nur schwach im STR anfärbt und dort auch in den Zellausläufern zu 
finden ist (vgl. CONNER et al. 1997). Dazu wurden vier Schnitte mit STR und Cx mit folgender 
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Lokalisation ausgewählt: ca. 2,4 mm (anterior), 1,5 mm (mittig), 0,8 mm (mittig) und 0,4 mm 
(posteriorer Teil STR) zum Knochenpunkt Bregma. Als Vorlage diente der stereologischen 
Hamsteratlas (MORIN und WOOD 2001). Die Stichprobengröße betrug 10 dt
sz
- und 10 Kontroll-
hamster. BDNF wurde nach obigem Protokoll immunhistochemisch markiert. Die Eindeckelung 
erfolgte mit Vectashild Antifade Mounting Medium, H-1000, um mögliche Interferenzen mit 
DAPI auszuschließen. Die Fotos wurden unter Verwendung des 40x Objektives des oben be-
schriebenen umgerüsteten Zeiss Axioskop II Mikroskops (siehe 3.3.5.3) aufgenommen. Das Mik-
roskop wurde mit der angekoppelten Stereoinvestigator Software (MBF Bioscience, Williston, 
USA) gesteuert. Die Belichtungszeit betrug 1000 ms, die Helligkeit war verstärkt (Gain = 5) und 
der Kontrast war konstant (Offset = -400). Alle Fotos wurden unter denselben Parametern erstellt. 
Anschließend wurden das STR in Quadranten in Anlehnung an (HAMANN et al. 2007) aufge-
teilt. Die Fotos wurden von der linken und rechten Gehirnhälfte gemäß Tabelle 3.8 erstellt und 
als TIFF- Dateien gespeichert. Die Objektträger waren kodiert (verblindet). Die Auswertung er-
folge mit ImageJ v1.47 (Freie Software vom National Institut of Health, USA). Zuerst erfolgte 
die Auswertung der gesamten Bildfläche. Danach wurde bei einer zweiten Auswertung pro Bild 
nur zwei ca. 4 cm x 4 cm große Bildflächen ausgewertet. Die Einzeichnung erfolge freihändig 
und die Größe betrug durchschnittlich ca. 34274 Pixel². Die Pixelwerte wurden anhand der 8-bit 
RGB-Farbeinteilung ausgewertet. Dies bedeutete, dass den Bildpunkten der Fotos in Abhängig-
keit von der Intensität des rot fluoreszierenden sekundären Ak Pixelwerte von 0 (schwarz) bis 
255 (sehr hell, weiß) zugeordnet werden. Der Vorteil ist, dass die Pixelwerte als Datensatz vor-
handen und unabhängig von der Bildschirmanzeige (umgerechnete Daten durch die Graphikkar-
te) sind. Die Regeln und Grundsätze zur Auswertung wurden aus dem Manuskript von BANK-
HEAD (2014) abgeleitet. Die Pixelwerte, die grundsätzlich keine Maßeinheit besitzen, wurden 
entsprechend als Mittelwerte zusammengefasst und für STR und Cx gesondert berechnet. Erst 
danach wurde die Kodierung der Objektträger aufgelöst. 
Tabelle 3.8 Anzahl Fotos für die BDNF-Intensitätsauswertung pro Hemisphäre 
Schnitt Cx STR 
2,4 mm zu Bregma 2 3 (untereinander) 
1,5 mm zu Bregma 2 4, je 1/ Quadrant 
0,8 mm zu Bregma 2 4, je 1/Quadrant 
0,4 mm zu Bregma 2 3, untereinander und versetzt 
 
3.3.6 BDNF-ELISA 
3.3.6.1 Grundsätze zum BDNF-ELISA System 
Die Proteinkonzentration von BDNF sollte im STR, CR und im Rest des Gehirns bei 18 und 33 
Tage alten Hamstern mittels ELISA (Enzym-linked Immunosorbend-Assay) gemessen werden. 
Verwendet wurde ein Sandwich-ELISA System. Beim Sandwich-ELISA bindet das zu bestim-
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mende Antigen an einen auf einer Kunststoffplatte gebundenen Ak (Fangantikörper). In einem 
weiteren Schritt wird ein zweiter Ak hinzugegeben, der wiederum an das Antigen, welches zuvor 
an den ersten Ak gebunden hat, bindet. In einen weiteren Schritt wird ein dritter Ak hinzugege-
ben, der an den zweiten Antikörper bindet (z.B. AYDIN 2015, LEQUIN 2005). Bei dem hier 
verwendeten System wurde ein mit Meerrettich-Peroxidase konjugierten Ak verwendet. Durch 
Zugabe einer Färbelösung bestehend aus Wasserstoffperoxid und 3,3´,5,5´-Tetramethylbenzidin 
entsteht eine blaue Lösung. Die Peroxidase spaltet das Wasserstoffperoxid und das 3,3´,5,5´-
Tetramethylbenzidin wird oxidiert (Elektronen Donator, FREY et al. 2000), entsprechend hängt 
die Stärke der blauen Färbung von der Menge der gebundenen Meerrettich-Peroxidase konjugier-
ten Ak ab. Die Farbreaktion wird durch die Zugabe von starken Säuren gestoppt. Durch das Ab-
sinken des pH-Wertes kommt es zu einem gelben Farbumschlag. 
Das im Vorfeld dieser Arbeit getestet BDNF-ELISA System der Firma Promega konnte nicht 
erfolgreich etabliert werden (nicht publiziert, Daten nicht Teil dieser Arbeit). Als Alternative 
wurde das Quantikine ELISA human BDNF Immunoassay-System der Firma R&D zur Bestim-
mung von BDNF in Gehirnhomogenisaten verwendet. Diese Messungen wurden über eine Ko-
operation am Institut für Physiologie der Otto-von-Guericke Universität in Magdeburg (Jun.-
Prof. Dr. T. Brigadski) durchgeführt.  
3.3.6.2 Probenvorbereitung  
Die Proben für den BDNF-ELISA wurden nach Magdeburg in Trockeneis gelagert verbracht und 
dort bei -80 C° gelagert. Die Proben wurden mit einem Handhomogenisator (IKA Ultra-Turrax 
dispersers  T8 Basic, Ika-Werke Gmbh&Co. KG, Deutschland) für max. 6-7 sek  homogenisiert. 
Die Waschung des Homogenisators erfolgte nach jeder Probe erst in 96% Ethanol, dann in dop-
pelt destilliertem Wasser. Die Homogenisation erfolgte in einem speziellen Lysepuffer (137 mM 
NaCl, 20 mM Tris HCL; 1% NP40; 2500 µl 10% Glycerol, 1 mM PMSF, 10 mM Aprotinin, 1 
mM Leupeptin). Die Berechnungsformel für die verwendete Menge des Lysepuffers betrug 10 ml 
Lysepuffer/g Probe. Es erfolgte die Zentrifugation bei 4°C und 1500g für 15 min. Nach dem Ly-
sieren wurden die Lysate dreimal mit flüssigem Stickstoff eingefroren und jeweils bei RT aufge-
taut. Zwischen dem zweiten und dritten Einfrieren wurden die Proben mit Hilfe eines Tischschüt-
telgerätes gemischt. Das Einfrieren diente dazu die Zell- und Vesikelmembranen auf physikali-
schem Wege weiter aufzubrechen. 
3.3.6.3 Durchführung  
Der BDNF-ELISA wurde gemäß der Gebrauchsinformation des Herstellers durchgeführt (Daten-
blatt Quantikine ELISA Human BDNF Immunoassay). Anzumerken ist, dass der Fang-Ak bei 
diesem ELISA-System schon vom Hersteller auf die 96-Loch Platte gebunden worden war. Das 
Protokoll lautete somit wie folgt: 
1 100 µl RD1S-Puffer (gepuffertes Protein mit Konservierungsmittel zum Absättigen der 
unspezifischen Bindungen)/Well, 
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2 50 µl/Well Probe oder Standard hinzu pipettieren, anschließend 2 h Inkubation bei RT, 
wobei auf jeder Platte mindestens zwei Verdünnungsreihen zur Konzentrationsbestim-
mung vorhanden waren,  
3 100 µl des zweiten Ak hinzugeben (human BDNF Konjugat, Meerrettich-Peroxidase be-
reits gekoppelt), 1 h bei RT inkubieren, 
4 3 x waschen (Waschpuffer mitgeliefert), je 400 µl pro Well/Waschgang, 
5 200 µl der Substrat-Lösung (Lösungen zum Mischen mit Wasserstoffperoxid und 
3,3´,5,5´- Tetramethylbenzidin im Kit enthalten)  hinzugeben und 30 min inkubieren, 
6 Abstoppen der Reaktion mit 50 µl der mitgelieferten Stopplösung (2 M Schwefelsäure), 
7 Messen der optischen Dichte bei 450 nm mit einem Mikroplattenreader (Inst. für Physio-
logie, Universität Magdeburg) innerhalb von 30 min. Um die mangelnde optische Perfek-
tion auszugleichen, müssen zur Korrektur die gemessenen Werte bei einer Wellenlänge 
von 540 oder 570 nm von der Hauptmessung subtrahiert werden (Wellenlängenkorrektur). 
 
Bei der absteigenden Verdünnungsreihe mit bekannter Proteinkonzentration wurden folgende 
Konzentration von BDNF verwendet: 4000 pg/ml, 2000 pg/ml, 1000 pg/ml, 500 pg/ml, 250 
pg/ml, 125 pg/ml, 62,5 pg/ml, 0 pg/ml (Leerwert). Mit Hilfe der Verdünnungsreihe kann anhand 
der Messergebnisse eine lineare Funktion errechnet werden, die die Steigung (M) innerhalb der 
Verdünnungsreihe berechnet:  
M= (Messergebnis x – Messergebnis y) / (Verdünnung x – Verdünnung y) 
Die Konzentration von BDNF in der Probe berechnet sich wie folgt:  
Konzentration pg BNDF/ml = (Messwert – Leerwert) / M. Die weiteren Berechnungen sind in 
Kapitel 3.3.7 beschrieben. 
Zusätzlich zum Gewicht der Probe wurde auch die Gesamtproteinkonzentration als Korrekturfak-
tor bestimmt. Dazu wurde der Pierce BCA Protein Assay Kit (Thermo Scientific, USA) verwen-
det. Die Messung fand ebenfalls beim Kooperationspartner in Magdeburg statt. Im Zuge der Tes-
tung des BDNF-ELISAs von Promega konnte der BCA-Assay erfolgreich bei entsprechenden 
Proben angewendet werden (Daten nicht gezeigt). BCA steht für 2,2′-Bichinolin-4,4′-
dicarbonsäure (engl. bicinchoninic acid). Die Reaktion besteht aus zwei Schritten. In einer wäss-
rigen alkalischen Lösung kommt es in der Gegenwart von Cu
2+
 zur „Biuretreaktion“, indem die 
Kupferatome eine Verbindung mit den Peptidbindungen eingehen. Die Kupferatome werden 
dadurch reduziert. Ein reduziertes Cu
1+
 kann nun mit 4 BCAs einen 4BCA-Cu
1+
-Komplex for-
men, der ein stabiles Chromophor bildet. Die Absorption liegt bei 562 nm (SMITH et al. 1985).  
3.3.7 Statistische Auswertung 
Alle Daten wurden mittels SigmaPlot Version 12,5 (Systat Software GmbH, Erkrath, Deutsch-
land) ausgewertet. 
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3.3.7.1 Statistische Auswertung der qPCR 
In einem ersten Schritt wurde aus den ct-Werten der Triplikate einer Probe der Mittelwert (xˉ) 
gebildet und die Standardabweichung (SD) bestimmt. Wenn die SD mehr als 0,25 betrug, wurde 
überprüft, ob ein Wert offensichtlich von den anderen beiden Werte abweicht. Dieser wurde dann 
aus der Wertung genommen. Blieb die SD danach deutlich höher als 0,5, wurde die Probe aus der 
Wertung genommen. Die weitere Berechnung erfolgte nach der 2
-Δct
-Methode mit anschließender 
Normalisierung. Zuerst wurde innerhalb eines Genes die Δct- Werte berechnet: 









Diese Berechnung wurde für alle Proben und entsprechenden Gene durchgeführt. Anschließend 
wurden nach dem von VANDESOMPELE et al. (2002) publizierten Prinzipien mit Hilfe der  
Software GeNorm (Stand 2008, Ghent University, Ghent, Belgien) aus den 2
-Δct
 Werten der zwei 
stabilsten exprimierten „housekeeping Genen“ ein Normalisierungsfaktor (NF = geometrisches 
Mittel der „housekeeping Gene“) für jede Probe berechnet. Die relative Expression (RQ; relativ 
quantification) eines Genes wurde also dann wie folgt berechnet: 
RQProbe/ Gen = 2
-Δct
Probe / NFProbe 
 
Bei dieser Berechnung erhält man einen relativen Vergleich der Expression der mRNA innerhalb 
eines Genes für eine bestimmte Stichprobengruppe.  
Statistische Ausreißer wurden mit Hilfe des Grubbs-Test (Graph Pad Software, 
http://graphpad.com/quickcalcs/Grubbs1.cfm, link abgerufen am 05.04.2016) identifiziert (α = 
0,05; Ausreißer P < 0,05). 
 
Die Daten wurden auf Normalverteilung (Shapiro-Wilk Test, normalverteilt wenn P > 0,05) ge-
testet. Auch die Varianz der entsprechenden Gruppen wurde verglichen (Equal Variance Test, 
Varianzgleichheit wenn P > 0,05). Da die qPCR Daten durch die angewendeten Berechnungs- 
und Korrekturmethoden mehrfach transformiert und normalisiert wurden, wurde diese mittels 
Mann-Whitney Rank Sum Test (konservativer Ansatz; nicht-parametrischer Test, signifikanter 
Unterschied: P < 0,05) ausgewertet. Die Normalverteilung wurde in diesem Fall ignoriert, da 
diese nicht das Hauptargument für die Entscheidung zwischen den beiden Testverfahren darstellt 
(vgl. FAY und PROSCHAN 2010). Dennoch wurde zur Absicherung der Ergebnisses bei ent-
sprechender Normalverteilung und Varianzgleichheit bei diesen entsprechenden Daten zusätzlich 
mittels t-Test (parametrischer Test, signifikanter Unterschied: P < 0,05) verglichen. In entspre-
chenden Fällen ist der t-Test im Anhang mit bei den Daten aufgeführt, da es keine Unterschiede 
bei den Ergebnissen beider Testverfahren (nicht parametrisch und parametrisch) gab.   
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3.3.7.2 Statistische Auswertung IHC 
a) Nkx 2.1 
Zur Statistik wurde die Gesamtzahl für die rechten und linken Striata zusammen verwendet, 
da bei vorangegangenen Untersuchungen zu den IN (z.B. GERNERT et al. 2000, HAMANN 
et al. 2005) keine Unterschiede zwischen den Hemisphären gefunden wurden. Zur Analyse 
wurde die „Anzahl Nkx 2.1-positive Zellen“/mm³ verwendet. Zur Berechnung wurde die 
vorgegebene Schnittdicke (40 µm) zu Grunde gelegt (estimate population defined section 
thickness) und dann die Anzahl der Zellen in den Striata durch das gesamte berechnete stria-
tale Volumen geteilt. Anschließend erfolgte per Dreisatz die Umrechnung in Zellzahl/mm³. 
Die Daten wurden mit dem Shapiro-Wilk-Test (Normalverteilung, P > 0,05), dem Equal Va-




Für die Bildausschnitte wurde der xˉ der Pixel-Intensität von den zwei Messungen bei  jedem 
Foto berechnet. Im Anschluss wurden aus diesem xˉ oder aus dem Wert von der Gesamtmes-
sung des Fotos die entsprechenden xˉ für Cx und STR berechnet. Diese xˉ dienten als Grund-
lage für die weitere statistische Analyse. Diese Daten wurden analog zum BDNF-ELISA 
analysiert: Shapiro-Wilk-Test, Equal Variance Test, t-Test, und zweifaktorielle Varianzana-
lyse mit der Holm-Sidak Methode als post-hoc Test. 
3.3.7.3 Statistische Auswertung BDNF-ELISA 
Aus den Ergebnissen der Triplikate (pg BDNF /ml) einer Probe wurden die xˉ gebildet. Anhand 
der gemessenen Proteinkonzentration in den Proben und den vorher gemessenen Gehirngewicht 
kann der Gehalt von BDNF in Abhängigkeit vom  
1. Probengewicht: Umgerechnet in ng BDNF/mg Gehirn;  
Rechnung: pg BDNF/ml „multipliziert mit“ Ausgangsmenge Probe in Puffer in ml „divi-
diert durch“ Probengewicht in mg und 
2. der Proteinkonzentration: in pg BDNF/µg Protein;  
Rechnung: pg BDNF/ml „dividiert durch“ µg Protein/ml  
angegeben werden. Diese Berechnungen wurden vom Kooperationspartner in Magdeburg durch-
geführt.  
 
Die Analyse der Daten fand analog zu der Analyse der Daten für die qPCR statt. Die Normalver-
teilung wurde mit dem Shapiro-Wilk-Test und die Varianz mit dem Equal Variance Test über-
prüft. Die Gruppen wurden entsprechend mit dem t-test (bei Normalverteilung, Varianzgleich-
heit) oder mit dem Mann-Whitney-Rank-Sum-Test (nicht Normalverteilt und/oder nicht Varianz-
gleichheit) analysiert. Zusätzlich wurde zum Vergleich der Altersgruppen und der Gehirnregio-
nen die Daten mit einer zweifaktoriellen oder dreifaktoriellen Varianzanalyse (Zwei-/ oder Drei-
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Wege ANOVA, α = 0,05; statistischer Unterschied P < 0,05) analysiert. Als post-hoc Test wurde 
die Holm-Sidak Methode gewählt (α = 0,05; statistischer Unterschied P < 0,05). Die jeweilige 




   
4   Ergebnisse 
4.1 Ausprägung der Dystonie 
Bei allen Hamstern, die älter als 21 Tage waren, wurde die Ausprägung der Dystonie am 21. LT 
und bei den Hamstern für die IHC zusätzlich am 33. LT untersucht. Die 18 Tage alten Tiere wur-
den nicht getestet, da aus Tierschutzgründen keine Testungen vor dem Absetzen stattfinden.  
Erwartungsgemäß zeigten die Tiere aus der Kontrolltiergruppe keine Symptome der Dystonie 
während alle dt
sz
 Hamster dystone Störungen zeigten (Stadien siehe Anhang, Kapitel 9.5). 
4.2 Ergebnisse zu Nkx 2.1-reaktiven Zellen 
Das Homöodomänprotein Nkx 2.1 wurde bei 33 Tage alten Tieren stereologisch nach immunhis-
tochemischer Markierung (siehe 3.3.6) im STR bei jeweils 7 Kontroll- und 8 dt
sz
 Hamstern unter-
sucht. Des Weiteren wurde die mRNA-Expression bei 18 und 33 alten Tieren bestimmt 
4.2.1 Nkx 2.1 IHC 
Wie in Kapitel 3 beschrieben, konnte ein IHC-Protokoll für Nkx 2.1 erfolgreich etabliert werden. 
Bei der immunhistologischen Markierung war Nkx 2.1 nur im Bereich des Zellkerns nachweisbar 
(Abb. 4.1). Die Fluoreszenzmarkierungen stellten sich als kleine, deutlich unter 10 µm große, 
rundliche Färbungen mit scharf umrissener Außengrenze dar. Es war kein Nkx 2.1 außerhalb des 
Bereiches des Zellkerns nachweisbar. Bei entsprechender Doppelmarkierung mit DAPI konnte 
bestätigt werden, dass Nkx 2.1 im Bereich des Zellkerns liegt (Kongruenz der Markierungen), 
aber vergleichsweise nur eine geringe Anzahl an Zellen im STR positiv für Nkx 2.1 waren (Siehe 
Abb. 4.1). Im Cx dagegen waren noch vereinzelte Nkx 2.1-positive Zellen zu erkennen (nicht 
dargestellt). Die Markierung von Nkx 2.1 war in kurz fixierten Schnitten im Vergleich zu lang 
fixierten Gewebeschnitten deutlich intensiver. Nkx 2.1 war immunhistologisch nicht nur im STR 
nachweisbar, sondern auch z.B. im GP, in Bereichen ventral des STR und auch in dem Bereich 
zwischen den beiden Ventrikeln. Die nukleäre Markierung und auch der Nachweis von Nkx 2.1 
entsprach somit den Beschreibungen von MARIN et al. (2000) und MAGNO et al. (2009) bei der 
Maus. Auch die geringe Anzahl der markierten Zellen im STR war zu erwarten, da die IN nur 



































Nachteil an der Kernmarkierung ist, dass keine Differenzierung der Zelltypen möglich ist. Daher 
wurde eine Doppelfärbung von Nkx 2.1 und Parvalbumin (PV) durchgeführt. Dazu wurde das in 
Abb. 4.1 IHC von Nkx 2.1  
A-C Nkx 2.1 und DAPI im STR eines 33 Tage alten Hamsters. A zeigt die Zellkern-
färbung mittels DAPI, B die Markierung von Nkx 2.1 und C die übereinander gelegten 
Bilder. Der Pfeil markiert exemplarisch dieselbe Zelle. 
Der Referenzbalken hat eine Länge von 50 µm. 
D Konfokalmikroskopische Aufnahme von Nkx 2.1 im STR eines 33 Tage alten Kon-
trollhamsters. Die Pfeile zeigen exemplarisch auf Nkx 2.1-positive Zellen. 
E Konfokalmikroskopische Aufnahme von Nkx 2.1 im STR eines 33 Tage alten dt
sz 
Hamsters. Die Pfeile zeigen exemplarisch auf Nkx 2.1-positive Zellen. 














   
der Arbeitsgruppe vorhandene Protokoll für die PV-IHC für die Fluoreszenzmarkierung optimiert 
(siehe Kapitel 4.3). Die Doppelfärbung von Nkx 2.1 und PV wurde exemplarisch mit dem Kon-
fokalmikroskop untersucht. Alle PV-positiven Zellen waren auch positiv für Nkx 2.1. Erwar-
tungsgemäß waren nicht alle Nkx 2.1-positiven Zellen auch positiv für PV (Abb. 4.2). Dies liegt 
daran, dass neben allen PV+ IN auch alle ChAT+ IN, fast alle CR+ IN und ca. 10% der NOS+ IN 

















4.2.2 Zelldichte striataler Nkx 2.1-reaktiver Zellen 
Mit Hilfe des erweiterten Axioskop II Mikroskops (siehe Kapitel 3.3.5.5) und der Stereoinvesti-
gator Software wurde nach dem „Optical-Fractionator Prinzip“ (siehe auch Kapitel 3.3.5.3) die 
Zelldichte der Nkx 2.1-positiven Zellen bestimmt. Dazu wurde von Beginn bis Ende des STRs 
jeder 8 Schnitte von 7 Kontrolltieren und 8 dt
sz
 Hamstern entsprechend ausgezählt. Die durch-
schnittliche Zelldichte der Kontrolltiergruppe betrug ca. 5658,55 + 276,30 Nkx 2.1-positive Neu-
rone/mm³ und bei dt
sz
 Hamstern 5533,86 + 150,88 Nkx 2.1-positive Neuronen/mm³ (siehe Abb. 
4.3 und Anhang Kapitel 9.6). Die Daten waren normal verteilt (Shapiro-Wilk-Test; P = 0,949) 
A
  
B  C  
Abb. 4.2 Doppelmarkierung Nkx 2.1 und PV 
A Beispielhafter Ausschnitt aus den konfokalmikroskopischen Aufnahmen vom STR eines 
33 Tage alten Hamsters. PV+ IN (grüne Fluoreszenz, AlexaFluor 488) wiesen die typische 
Morphologie dieses Neuronentyps auf.  
B zeigt zwei durch Nkx 2.1 immunhistochemisch markierte IN (rote Fluoreszenz, AlexaFlu-
or 594) aus demselben Bildausschnitt wie A. 
C Legt man die beiden konfokalmikroskopisch gescannten Bilder zusammen, ist gut zu er-
kennen, dass das PV+ IN auch positiv für Nkx 2.1 ist, aber z.B. das zweite Nkx 2.1-positive 
Neuron dagegen nicht positiv für PV. Es handelt sich mit großer Wahrscheinlichkeit um ei-
nes der anderen IN Typen. 
Der Referenzbalken gilt für alle 3 Bilder und entspricht einer Länge von 30 µm. 




   
und die Varianz zwischen den beiden Gruppen war vergleichbar (Equal Variance Test; P = 
0,198). Es gab keinen statistischen Unterschied zwischen Kontrolltiergruppe und dt
sz
 Hamster-
gruppe (t-Test; P = 0,688). 
4.2.3 Relative mRNA-Expression von Nkx 2.1  
Nachdem kein Unterschied zwischen den beiden Tiergruppen in Bezug auf die Anzahl der striata-
len Nkx 2.1 Zellen gefunden werden konnte, wurde die mRNA-Expression mittels qPCR bei 33 
Tage alten Tieren bestimmt. Entsprechend der Beschreibung in Kapitel 3.3.4 wurden bei 13 Kon-
trolltieren und 13 dt
sz
 Hamstern die ct-Werte für GapdH, Hprt und Nkx 2.1 gemessen und ent-
sprechend mit der 2
-Δct
 Methode, inklusive Normalisierung der Nkx 2.1 Werte (siehe Kapitel 
3.3.7.1), ausgewertet. GapdH war als stabil exprimiertes Gen bereits beschrieben worden (AV-
CHALUMOV et al. 2014). Hprt erwies sich als genauso stabil (M = 0,311; vergleich beider Ge-
ne; Software Genorm, Grundlage: VANDESOMPELE et al. 2002). Im direkten Vergleich der 
drei getesteten Gene GapdH (M = 0,798), Hprt (M = 0,856) und S18 (M = 0,953), erwiesen sich 
auch Hprt und GapdH als die stabilsten Gene (Software Genorm). Bei den Werten von Nkx 2.1 
wich der Wert von einem dt
sz
 Hamster statistisch von dem Rest der anderen Werte ab (Grubbs´ 
Test; signifikanter Ausreißer mit P < 0,05). Die Ergebnisse dieses Tieres wurden entsprechend 
aus dieser Wertung genommen. Wie in Abb. 4.4 dargestellt war kein statistischer Unterschied 
zwischen den beiden Gruppen vorhanden (Mann-Whitney Rank Sum Test; P = 0,296).  
Um einen Einblick zu erhalten, ob bei jüngeren Tieren ein Unterschied in der Expression von 
Nkx 2.1 vorliegt, wurde auch bei 18 Tage alten Tieren (14 dt
sz
 Hamstern, 13 Kontrolltieren) die 
mRNA-Expression von Nkx 2.1 untersucht (siehe Abb. 4.4). Zwischen diesen Gruppen konnte 












Abb. 4.3 Zelldichte Nkx-2.1 positiver Zelle/mm³ 
im STR von 33 Tage alten Hamstern (xˉ + SD). 
Der graue Balken repräsentiert die Kontrollgrup-
pe (n= 7) und der rote Balken die Gruppe der dt
sz
 
Hamster (n= 8). Die Werte der Einzeltiere sind 























































Abb. 4.4 mRNA-Expression von Nkx 2.1 bei 18 und 33 Tage alten Kontrollhamstern (graue 
Balken) und dt
sz
 Hamstern (rote Balken). 
Die nicht schraffierten Balken stehen für die 18 Tage alten Hamster, die schraffierten dage-
gen für die 33 Tage alten Tiere. Die Zahlen innerhalb der Balken geben die Stichprobengrö-
ße innerhalb der Gruppe an. Angegeben sind xˉ + SD. 
A+ B zeigen die relative Expression (RQ) der mRNA von Nkx 2.1 zu den „housekeeping 
Genen“ bei 18 Tage alten Hamstern (A) und bei 33 Tage alten Hamstern (B). Innerhalb einer 
Altersgruppe gab es keine Unterschiede zwischen den Kontroll- und dt
sz
 Hamstern. Durch 
die angewendete Berechnungsmethode sind die Gruppen unterschiedlichen Alterns nicht 
miteinander vergleichbar.  
C Zeigt dieselben Gruppen wie A + B. Nur wurden hier alle Werte von Nkx 2.1 innerhalb 
einer Altersgruppe vorher zu den Mittelwerten der entsprechenden Kontrollgruppe normali-
siert. Zwischen den Gruppen zeigten sich keine signifikanten Unterschiede. 
B 
C 




























































































   
4.3 Ergebnisse zu Untersuchungen von PV 
4.3.1 PV IHC  
Für die Doppelfärbung von Nkx 2.1 und PV konnte das unter Punkt 3.3.5.3 beschriebene Proto-
koll etabliert werden. Zuerst wurde die Fluoreszenzmarkierung qualitativ bewertet. Bei der Mar-
kierung von PV handelt es sich um eine zytosolische Färbung, die neben den Zellkörper auch die 
Zellausläufer darstellt (siehe Abb. 4.2 A). Bei diesen IN handelt es sich um ungedornte Neurone 
mit zahlreichen Verzweigungen der Nervenzellausläufer. Im Cx zeigte sich eine deutlich höhere 
Anzahl PV+ IN im Vergleich zum STR (Abb. 4.5). In Bezug auf Größe, Morphologie (siehe auch 
Abb. 4.2) und Verteilung waren die Fluoreszenzmarkierungen vergleichbar zu vorherigen im-
munhistologischen Markierungen  (GERNERT et al. 2000, HAMANN et al. 2007). Die Doppel-
markierung mit Nkx 2.1 diente der Charakterisierung der Nkx 2.1-positiven Neurone, wurde je-
doch nicht quantifiziert, weil sich die Markierung für PV als nicht ausreichend stabil erwies.  
4.3.2 Relative mRNA-Expression von PV 
Auf Grund der Tatsache, dass zwar eine Zellzahlreduktion der PV+ IN beim dt
sz
 Hamster im Al-
ter von ca. 33 LT beschrieben wurde, die Expression von PV auf mRNA Ebene allerdings nur 
über In-situ Hybridisierung untersucht wurde (HAMANN et al. 2007), erfolgte die relative Quan-
tifizierung von PV-mRNA mittels qPCR bei 18 Tage alten  (STR und Cx) und 33 Tage (STR) 
alten Hamstern. 
Zuerst wurde die Expression bei 33 Tage alten Tieren (13 Kontrollhamster und 13 dt
sz
) im STR 
bestimmt. Ein Kontrolltier musste auf Grund von starken Abweichungen aus der Wertung ge-
nommen werden (Grubbs´ Test; P < 0,05). Allerdings zeigten sich deutliche Unterschiede zwi-
schen den notwendigen zwei Messdurchläufen (Tabelle siehe Anhang). Deshalb mussten die 
Gruppen für die Auswertung entsprechend der zwei Messdurchläufe aufgeteilt werden. Auf 
Grund starker statistischer Abweichungen innerhalb der Gruppen wurden 2 Kontroll- und 3 dt
sz
 
Hamster aus der Wertung genommen (Grubbs´ Test; P < 0,05). Der Grund hierfür liegt wahr-
scheinlich in der Präparationstechnik, so dass unterschiedliche Mengen an Cx mit in die Proben 
gelangt sind. Der deutlich höhere Gehalt an PV (und entsprechender mRNA) im Cx führte dann 
wahrscheinlich zu den starken Abweichungen. Nach Aufteilung in die Messgruppen konnte ein 
statistischer Unterschied in der Expression der PV-mRNA bei 33 Tage alten Tieren nachgewiesen 
werden. Der Gehalt an PV-mRNA war im STR der Hamstermutante bei beiden Experimenten 
signifikant niedriger als in der Kontrollgruppe (Mann-Whitney Rank Sum Test; Experiment 1: P 
= 0,008; Experiment 2: P = 0,016; Abb. 4.6). 
Die Expression von PV-mRNA wurde zuvor noch nicht bei jüngeren dt
sz
 Hamstern untersucht. 
Um einen ersten Eindruck zu gewinnen, wurde deshalb von 18 Tage alten Hamstern (13 Kon-
trollhamster und 14 dt
sz
) entsprechende Proben von Cx und STR präpariert. Als konstitutive ex-
primierte Gene wurden wieder GapdH und Hprt gewählt. Auf Grund einer verbesserten Präpa-




   




Abb. 4.5 IHC von PV in einem kurzfixierten Schnitt im Cx (A) und STR (B). 
Deutlich erkennbar ist, dass im Cx deutlich mehr PV+ IN und eine deutlich stär-
kere Färbung der Nervenzellfortsätze nachweisbar sind. Dies steht im Einklang 
mit vorherigen Beschreibungen von HAMANN et al. (2007). 







   
 







bei der Quantifizierung der striatalen PV-mRNA bei den18 Tage alten Tieren keine Ausreißer zu 
verzeichnen. Es gab keinen statistisch nachweisbaren Unterschied zwischen den beiden Gruppen 
(Abb. 4.7; Mann-Whitney Rank Sum Test; P = 0,482). Dies lag vor allem auch an der ver-
gleichsweise hohen SD bei den Kontrolltieren. So lag der xˉ der Kontrolltiergruppe bei 0,539 + 
0,113 und im Gegensatz dazu bei den dt
sz
 Hamstern bei 0,384 + 0,037. 
Die Messung der PV-mRNA im Cx bei 18 Tage alten Hamstern wurde bei 13 Kontrolltieren und 
13 dt
sz
 Tieren durchgeführt. Es konnte kein statistischer Unterschied zwischen Kontrolltiergruppe 
und dt
sz
 Hamster bezüglich der Expression kortikaler PV-mRNA gefunden werden (Mann-





Abb. 4.6 mRNA-Expression bei 33 Tage alten Kontrollhamstern (graue Balken) und dt
sz
 
Hamstern (rote Balken) von PV im STR. Angegeben sind xˉ + SD. Die Zahlen innerhalb der 
Balken geben die Stichprobengröße innerhalb der Gruppe an. 
A zeigt die relative Quantifizierung (RQ) von striataler PV-mRNA zu den „housekeeping 
Genen“ von Experiment 1 (Exp. 1). Im STR des dtsz Hamsters wurde signifikant weniger 
PV-mRNA exprimiert (Mann-Whitney Rank Sum Test, * P < 0,05).  
B zeig die RQ von striataler PV-mRNA zu den „housekeeping Genen“ von Experiment 2 
(Exp. 2). Im zweiten Experiment konnte die verminderte Expression von PV-mRNA im 





























































   
 









4.4 Ergebnisse der Untersuchungen von BDNF 
BDNF wird in Neuronen des Cx sowie der SN exprimiert und dann über glutamaterge korti-
kostriataler bzw. über nigrostriatale Nervenfasern in das STR transportiert. Im STR ist daher kei-
ne bzw. nur eine sehr geringe Expression von BDNF-mRNA nachweisbar (vgl. ALTAR et al. 
1997, CONNER et al. 1997, HOFER et al. 1990). Das BDNF-Protein ist im STR im Neuropil 
nachweisbar (ALTAR et al. 1997, DIENI et al. 2012).  
Deshalb wurde das BDNF-Protein mittels ELISA-System im Cx, STR und im „Rest“ (Truncus 
encephalus + Cerebellum + Telencephalon - STR - Cx) und die BDNF-mRNA (Cx und STR) 
mittels qPCR quantifiziert. Des Weiteren wurde das BDNF- Protein mittels IHC im Cx und STR 
untersucht. 
Abb. 4.7 PV mRNA-Expression bei 18 Tage alten Kontrollhamstern (graue Balken) und dt
sz
 
Hamstern (rote Balken). Angegeben sind xˉ + SD. Die Zahlen innerhalb der Balken geben die 
Stichprobengröße innerhalb der Gruppe an. 
A Zeigt die relativ Quantifizierung (RQ) der mRNA-Expression von PV zu den „housekee-
ping Genen“ im STR 18 Tage alter Hamster. Zu erkennen ist eine nicht signifikante Verrin-
gerung dieser Expression bei der dt
sz
 Hamstergruppe (Mann-Whitney Rank Sum Test, P = 
0,482). Zu erkennen ist ebenfalls der deutlich höhere SD der Kontrollgruppe. 
B zeigt die RQ der kortikalen mRNA-Expression von PV zu den „housekeeping Genen“ in 
18 Tage alten Tieren. Es gab keinen statistischen Unterschied in der Expression der PV-





















































   
4.4.1 BDNF-Proteinexpression (ELISA) 
Die BDNF-Proteinexpression wurde in striatalen und kortikalen Gewebeproben von 17 Kontroll-
tieren und 17 dt
sz
 Hamstern im Alter von 33 Tagen gemessen. Um einen Hinweis über eine gene-
relle Veränderung von BDNF im gesamten Gehirn zu erhalten, wurde dann in den restlichen 
Strukturen („Rest“) ebenfalls der BDNF-Gehalt bestimmt. Des Weiteren wurden entsprechende 
Messungen für jeweils 16 dt
sz
- und Kontrollhamster im Alter von ca. 18 Tagen vorgenommen. 
Die gemessenen BDNF Konzentrationen wurden einmal mit Bezug auf das gemessene Gewicht 
der jeweiligen Probe und einmal auf den gemessenen Gesamtproteingehalt normalisiert.  
4.4.1.1 BDNF-Proteinexpression (ELISA) bei 33 Tage alten Tieren 
Der xˉ bei der Kontrolltiergruppe lag für den Cx bei 0,442 + 0,018 pg BDNF/µg Protein und bei 
dt
sz
 Hamstern bei 0,492 + 0,024 pg BDNF/µg Protein (Abb. 4.8). Die BDNF Konzentration im 
Cx der dt
sz
 Hamster war vergleichbar zur Kontrollgruppe (t-Test; P = 0,105). Im STR lag im 
Durchschnitt der Gehalt an BDNF bei 0,741 + 0,038 (Kontrollgruppe) bzw. bei 0,802 + 0,020 
(dt
sz
) pg BDNF/µg Protein. Auch beim STR gab es keinen Unterschied zwischen den Tiergrup-
pen (t-Test; P = 0,159). Für den „Rest“ konnte eine Konzentration an BDNF von 0,478 + 0,028 
pg BDNF/µg Protein (Kontrolltiergruppe) und 0,477 + 0,024 (dt
sz
 Hamster) pg BDNF/µg Protein 
bestimmt werden. Es gab keinen statistischen Unterschied zwischen den Gruppen (t-Test; P = 
0,971).  
Bei gemeinsamer statistischer Analyse der BDNF-Expression von Cx und STR konnte ein Geno-
typ-effekt abgesichert werden. Die Expression von BDNF war in dt
sz
 Hamstern im Vergleich zu 
Kontrolltieren höher (Zwei-Wege ANOVA; F(1,64) = 4,570; p = 0,036; Post-hoc Test: Holm-
Sidak Methode, P = 0,036). Wurden alle drei Bereiche in einer Bewertung betrachtet, ergab sich 
kein signifikanter Unterschied zwischen Kontrolltieren und dt
sz
 Hamstern, obwohl eine leichte 
Tendenz erkennbar war (Zwei-Wege ANOVA; F(1; 96) = 2,955; P = 0,089). Genotypunabhängig 
war BDNF unterschiedlich in bestimmten Gehirnregionen exprimiert (Zwei-Wege ANOVA; F(2; 
96) =  88,743; P < 0,001). So war BDNF im STR signifikant höher exprimiert als im Cx (Post-
hoc Test: Holm-Sidak Methode, P < 0,001) und als im Rest (Post-hoc Test: Holm-Sidak Metho-
de, P < 0,001). Die Expression von BDNF war dagegen zwischen Cx und „Rest“ vergleichbar 
(Post-hoc Test: Holm-Sidak Methode, P = 0,692; Siehe Abb. 4.8) 
Betrachtete man die Werte von BDNF normalisiert zum Gewicht der Probe, so bestätigen sich die 
Ergebnisse (Abb. 4.9). Die xˉ für den Cx lagen dabei bei 0,0364 + 0,0016 ng BDNF/mg Gewebe 
(Kontrolltiere) und bei 0,0411 + 0,0024 (dt
sz
) ng BDNF/mg Gewebe. Es gab keinen statistischen 
Unterschied zwischen Kontrolltieren und Hamstermutante (t-Test; P = 0,123). Für das STR wur-
den entsprechend Werte von 0,0708 + 0,0027 (Kontrolltiergruppe) bzw. 0,0758 + 0,0002 (dt
sz
) ng 
BDNF/mg Gewebe errechnet. Der t-Test ließ keine statistischen Unterschied zwischen den Grup-

























Kontrolltiergruppe bei 0,0406 + 0,0023 ng BDNF/mg Gewebe. Fast identisch verhielt es sich für 
die dt
sz
 Hamster (0,0417 + 0,0022 ng BDNF/mg Gehirn). Es gab keinen Unterschied zwischen 
den Gruppen (t-Test; P = 0,749).  
Analysiert man die Daten von Cx und STR, so war auch hier ein Genotyp-Effekt erkennbar. Der 
Gehalt an BDNF war also im STR und Cx beim dt
sz
 Hamster höher (Zwei-Wege ANOVA; F(1; 
64) = 4,486; P = 0,031; Post-hoc Test: Holm-Sidak Methode, P = 0,031). Bei der statistischen 
Analyse aller drei Regionen (Cx, STR, Rest) ergab sich kein signifikanter Unterschied zwischen 
Kontrolltieren und dt
sz
 Hamstern, obwohl eine deutliche Tendenz erkennbar war (Zwei-Wege 





































Abb. 4.8 BDNF-Proteinexpression in pg BDNF/ µg Protein gemessen mittels ELISA bei 
33 Tage alten Kontrolltieren (graue Balken) und dt
sz
 Hamstern (rote Balken). Die Schraf-
fierung der Balken symbolisiert das Alter von 33 LT.  
Bei beiden Tiergruppen war der Gehalt an BDNF im STR größer als im Cx und im „Rest“ 
(Zwei-Wege ANOVA; # P < 0,05). Des Weiteren war auch ein Genotyp-Effekt bei ge-
meinsamer Analyse von Cx plus STR sichtbar (Zwei-Wege ANOVA; * P < 0,05). Die 
























den drei Regionen(Zwei-Wege ANOVA; F(2; 96) = 152,643; P < 0,001). Dieser Unterschied war 
allerdings unabhängig vom Genotyp (P = 0,610). So war der Gehalt an BDNF im STR höher im 
Vergleich zum Cx (Post-hoc Test: Holm-Sidak Methode, P < 0,001) und „Rest“ (Post-hoc Test: 
Holm-Sidak Methode, P < 0,001). Im Gegensatz dazu war der Gehalt an BDNF zwischen Cx und 
„Rest“ vergleichbar (Post-hoc Test: Holm-Sidak Methode, P = 0,278). 
Somit bestätigten die Ergebnisse der Berechnung des Gehaltes BDNF/mg Gewebe die Ergebnisse 
der Berechnung für den Gehalt an BDNF bezogen auf den Proteingehalt. 
Abb. 4.9 BDNF-Proteinexpression in ng BDNF/mg Gewebe gemessen mittels ELISA bei 
33 Tage alten Kontrolltieren (graue Balken) und  dt
sz
 Hamstern (rote Balken). Die Schraffie-
rung der Balken symbolisiert das Alter von 33 LT.  
Bei beiden Tiergruppen war der Gehalt an BDNF im STR größer als im Cx und im „Rest“ 
(Zwei-Wege ANOVA; # P < 0,050). Des Weiteren war auch ein Genotyp-Effekt bei ge-
meinsamer Analyse von Cx und STR sichtbar (Zwei-Wege ANOVA; * P < 0,050). Die ge-









































   
4.4.1.2 BDNF-Proteinexpression (ELISA) bei 18 Tage alten Tieren 
Auch für die 18 Tage alten Tiere wurden die Konzentrationen von BDNF bezogen auf das ge-
messene Gewicht der Probe und den Proteingehalt berechnet.  
Die durchschnittlichen Konzentrationen von BDNF normalisiert zum Proteingehalt im Cx lagen 
für die jeweiligen Tiergruppen bei 0,559 + 0,029 (Kontrolltiere) bzw. 0,532 + 0,024 (dt
sz
) pg 
BDNF/µg Protein (Abb. 4.10). Für den Cx konnte kein Unterschied in der BDNF Konzentration 
zwischen dt
sz
- und Kontrollhamster festgestellt werden (t-Test; P = 0,472). Der Gehalt an BDNF-
Protein im STR bei der dt
sz
 Hamstermutante betrug 0,771 + 0,033 pg BDNF/µg Protein, bei der 
Kontrolltiergruppe lag dieser bei 0,790 + 0,034 pg BDNF/µg Protein. Der angewendete t-Test 
zeigte keinen statistischen Unterschied zwischen dt
sz
- und Kontrolltiergruppe (P = 0,687). Beim 
„Rest“ war der geringste Gehalt an BDNF zu verzeichnen. Hier lag der Gehalt bei 0,485 + 0,036 
(Kontrolltiergruppe) bzw. bei 0,462 + 0,026 (dt
sz
 Gruppe). Es gab keinen statistischen Unter-
schied zwischen dt
sz
 Hamstern und entsprechenden Kontrolltieren (t-Test; P = 0,614). 
Bei der Analyse der Daten aller drei Regionen mittels Zwei-Wege ANOVA konnte ein Effekt 
zwischen den Regionen (F(2; 90) = 54,885; P < 0,001) aber kein Genotypeffekt (F(1; 90) = 
0,854; P = 0,358) nachgewiesen werden (Abb. 4.10). So war jeweils im Cx (Holm-Sidak Metho-
de; P < 0,001) und im „Rest“ (Holm-Sidak Methode; P < 0,001) die Konzentration von BDNF 
geringer als im STR. Des Weiteren konnte eine höhere Konzentration an BDNF im Cx im Ver-
gleich zum „Rest“ festgestellt werden (Holm-Sidak Methode; P = 0,020, siehe Abb. 4.10). 
Berechnete man die Werte des BDNF-ELISA normalisiert zum Probengewicht, so ergaben sich 
analoge Ergebnisse (Abb. 4.11) zu der Berechnung mit Bezug auf den Proteingehalt. Im Cx lagen 
die Werte bei 0,0522 + 0,0028 (Kontrolltiere) bzw. 0,0506 + 0,0024 (dt
sz
 Gruppe) ng BDNF/mg 
Gewebe. Es gab keinen statistischen Unterschied zwischen den beiden Tiergruppen (t-Test: P = 
0,668). Für das STR waren die Werte für die Kontrolltiergruppe 0,0700 + 0,0030 ng BDNF/mg 
Gewebe und für die dt
sz
 Hamstergruppe 0,0682 + 0,0032 ng BDNF/mg Gewebe. Die Konzentra-
tion an striatalen BDNF unterschied sich statistisch nicht zwischen den Tiergruppen (t-Test: P = 
0,690). Auch für das restliche Gewebe („Rest“) konnte kein signifikanter Unterschied zwischen 
den beiden Tiergruppen nachgewiesen werden (t-Test: P = 0,830). Die xˉ betrugen 0,0451 + 
0,0036 (Kontrollgruppe) bzw. 0,0441 + 0,0026 ng BDNF/mg Gewebe (dt
sz
 Hamster).  
Bei der Analyse der Daten mittels Zwei-Wege ANOVA konnte kein Genotypeffekt bei Betrach-
tung von Cx und STR (F(1; 60) = 0,344; P = 0,560) gefunden werden. Auch bei der Betrachtung 
von allen drei Regionen bei Verwendung einer Zwei-Wege ANOVA gab es keinen Unterschied 
zwischen den Genotypen (F(1; 90) = 0,356; P = 0,552). Allerdings gab es einen Unterschied zwi-
schen den Regionen (F(2; 90) = 36,508; P < 0,001). Im STR war mehr BDNF im Vergleich zum 
Cx und „Rest“ nachweisbar (Holm-Sidak Methode; für beide  P < 0,001). Auch war die Konzent-





   



















4.4.1.3 Gemeinsame Betrachtung der Ergebnisse der 18 und 33 Tage alten Tiere 
Zur Betrachtung der Werte für 18 und 33 Tage alte Tiere im Vergleich über alle drei Regionen 
(Cx, STR, „Rest“) wurde eine dreifaktorielle Varianzanalyse (Drei-Wege ANOVA) durchgeführt. 
Unterschiedliche Bezugsgrößen (Protein oder Gewebegewicht) ergaben vergleichbare Ergebnisse 
(vgl. 4.4.1.1 und 4.4.1.2), daher werden nur die Ergebnisse aus der Berechnung mit der Bezugs-
größe „Protein“ exemplarisch (pg BDNF/µg Protein) aufgeführt. Es konnte kein Unterschied für 
BDNF zwischen den Altersgruppen (18. verglichen mit 33. LT) bei der gemeinsamen Betrach-
tung aller Regionen gefunden werden (F(1; 186) = 2,860; P = 0,092; Post-hoc Test: Holm- Sidak 
Methode; P= 0,092). Allerdings war erkennbar, dass bei 18 und 33 Tage alten Tieren Unterschie-


















Abb. 4.10 BDNF-Proteinexpression in pg BDNF/µg Protein gemessen mittels ELISA bei 
18 Tage alten Kontrolltieren (graue Balken) und dt
sz
 Hamstern (rote Balken). Die linken 
beiden Balken stellen die Ergebnisse vom Cx, die mittleren Balken vom STR und die rech-
ten beiden Balken den „Rest“ dar. 
Im STR  war die BDNF Konzentration höher als im Cx und „Rest“ (Holm-Sidak Methode; 
# P < 0,001). Im Cx war die BDNF Konzentration höher als im „Rest“ (Holm-Sidak Metho-
de; + P  < 0,05). Des Weitern zeigten die 18 Tage alte Kontrolltiere im Vergleich zu den 33 
Tage alten Kontrolltieren eine Erhöhung der Konzentration von BDNF im Cx und STR 
(Holm-Sidak Methode; ~ P < 0,05), während sich bei der dt
sz
 Mutante keine altersabhängi-
gen Unterschiede zeigten. 












































Regionen nachweisbar waren (F(2; 186) = 136,781; P < 0,001). So war im STR mehr BDNF ent-
halten als im Cx (Post-hoc Test: Holm-Sidak Methode; P< 0,001) und als im „Rest“ (Post-hoc 
Test: Holm-Sidak Methode; P < 0,001). Im Gegensatz dazu gab es keinen Unterschied zwischen 
Cx und „Rest“ (Post-hoc Test: Holm-Sidak Methode; P = 0,123). 
Wiederholt man die Analyse mittels Drei-Wege ANOVA nur für Cx und STR war des Weiteren 
ein Alterseffekt zu erkennen (F(1; 124) = 4,803; P = 0,30). So war der Gehalt an BDNF bei 18 
Tage alten Tieren im STR und Cx signifikant erhöht (Post-hoc Test: Holm-Sidak Methode; P= 
0,030). Diese Erhöhung war allerdings abhängig vom Genotyp (F(1; 124) = 3,941; P = 0,049). So 
war nur bei den Kontrolltieren ein höherer Gehalt zum Zeitpunkt des 18. Lebenstages verglichen 
zu 33 Tage alten Hamstern des gleichen Genotyps zu erkennen (Post-hoc Test: Holm-Sidak Me-
thode; P = 0,004), aber nicht bei den dt
sz
 Hamstern (Holm-Sidak Methode; P = 0,884; siehe Abb. 
4.10).   
Abb. 4.11 BDNF-Proteinexpression in ng BDNF/mg Gewebe gemessen mittels ELISA bei 
18 Tage alten Kontrolltieren (graue Balken) und  dt
sz
 Hamstern (rote Balken).  
Im STR  war die BDNF Konzentration höher als im Cx und „Rest“ (Holm-Sidak Methode; # 
P < 0,001). Im Cx ist die BDNF Konzentration höher als im „Rest“ (Holm-Sidak Methode; + 













































   
 




























































































Abb. 4.12 mRNA-Expression von BDNF im Cx bei 18 und 33 Tage alten Kontrollhams-
tern (graue Balken) und dt
sz
 Hamstern (rote Balken). 
Die nicht schraffierten Balken stehen für die 18 Tage alten Hamster, die schraffierten für 
die 33 Tage alten Tiere. Die Zahlen innerhalb der Balken geben die Stichprobengröße in-
nerhalb der Gruppe an. Angegeben sind xˉ + SD. 
A + B zeigen die relative Expression (RQ) der mRNA von BDNF zu den „housekeeping 
Genen“ bei 18 Tage alten Hamstern (A) und bei 33 Tage alten Hamstern (B). Innerhalb 
einer Altersgruppe gab es keine Unterschiede zwischen den Kontroll- und dt
sz
 Hamstern. 
Durch die angewendete Berechnungsmethode sind die Gruppen unterschiedlichen Alterns 
nicht miteinander vergleichbar.  
C Zeigt dieselben Gruppen wie A + B, jedoch wurden hier alle Werte von BDNF inner-
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4.4.2 BDNF-mRNA Gehalt im Cx und STR (qPCR) 
Die mRNA von BDNF wurde im Cx (18 und 33 Tage alte Hamster) und STR (33 Tage alte 
Hamster) quantifiziert. Wie erwartet war der Gehalt an BDNF-mRNA im STR sehr gering (AL-
TAR et al. 1997, CONNER et al. 1997, HOFER et al. 1990). Da die BDNF-mRNA im STR kaum 
messbar war, wurden diese Daten statistisch nicht ausgewertet (siehe Anhang). Es wurde die 
BDNF-mRNA-Expression im Cx von 13 Kontrolltieren und 14 dt
sz
 Hamstern im Alter von 18 
Tagen im sowie von 13 Kontroll- und 12 dt
sz
 Hamstern mit einem Alter von 33 Tagen untersucht.  
Wie in Abb. 4.12 dargestellt, lag kein signifikanter Unterschied des BDNF-mRNA Gehaltes zwi-
schen Kontrolltiergruppe und Hamstermutantengruppe im Alter von 33 Tagen vor (Mann-
Whitney Rank Sum Test; P = 0,978). Auch bei 18 Tage alten Tieren ergab sich kein Unterschied 
bei der BDNF-mRNA-Expression im Cx zwischen Kontroll- und dt
sz
-Gruppe (Mann-Whitney 
Rank Sum Test; P = 0,528) 
4.4.3 BDNF-Protein Gehalt (IHC) 
4.4.3.1 Etablierung eines immunhistochemischen Nachweises von NeuN und BDNF 
Um die Färbung von BDNF im Gewebe besser den Neuronen zuordnen zu können, sollten die 
Neurone mit Hilfe eines spezifischen Proteins immunhistochemisch markiert werden, wozu sich 
die Markierung von NeuN eignet (KIM et al. 2009, MULLEN et al. 1992). Diese immunhisto-
chemische Markierung wurde auch schon beim Hamster als Möglichkeit zur Identifizierung von 
Neuronen beschrieben (MORIN et al. 2011), was sich in dieser Arbeit bestätigte (Abb. 4.13 A).  
Für die immunhistologische Markierung von BDNF wurden 3 Antikörper (Ak) getestet: Ein Ak 
von Promega, ein Ak von Novus Biologicals (jeweils in Doppelmarkierung mit NeuN) und ein 
weiterer Ak von DSHB (mit DAPI kombiniert; siehe Kapitel 3.3.5). BDNF wird vermutlich in 
den präsynaptischen Terminals gespeichert (DIENI et al. 2012). Dieses Protein sollte im STR im 
Neuropil als kleine punktförmige Strukturen aber nicht in Zellkörpern nachweisbar sein. Im Cx 
dagegen sollte BDNF in den Zellkörpern und dem Neuropil nachweisbar sein. In myelierten Ner-
venfasern sollte ebenfalls kein BDNF nachweisbar sein (ALTAR et al. 1997, CONNER et al. 
1997).  
Der Ak von Novus Biologicals zeigte im Cx und STR eine schwache Färbung. Das Signal ließ 
sich nur schwer Strukturen zuordnen und erschien unspezifisch. Deshalb wurde dieser AK für 
den Hamster als ungeeignet bewertet (nicht dargestellt). 
Die immunhistochemische Markierung mit dem BDNF-Ak von Promega zeigte dagegen im STR 
und Cx rundlich/ovale, granuläre, Markierungen im Bereich vieler Zellkerne (Siehe Abb. 4.13 B). 
Die Färbung entsprach damit nicht den Beschreibungen von DIENI et al. (2012) oder ALTAR et 































Abb. 4.13 Immunhistologische Färbung von NeuN und BDNF (Promega Antikörper) 
A zeigt die immunhistochemische Markierung von NeuN im STR (sek. Antikörper AlexaF-
luor 594). Es werden spezifisch die Kernmembranen markiert.  
B Darstellung der immunhistologischen Markierung eines Proteins mit dem Anti-BDNF 
Antikörper von Promega im Cx (sek. Antikörper Alex Floor 488). Die Pfeile markieren 
beispielhaft die punktförmigen Markierungen im Bereich des Zellkerns. Die schwache Flu-
oreszenzmarkierung musste durch eine erhöhte Belichtungszeit und einer Erhöhung der 
Bildintensität (Gain) ausgeglichen werden. Dennoch sind die punktförmigen Markierungen 
des Anti-BDNF Promega Antikörpers im Bereich des Zellkerns nur schwach erkennbar. Da 
keine Konfokalmikroskopie durchgeführt wurde, ist es schwierig zu sagen, ob die Markie-
rung direkt mit der Zellkernmembran assoziiert ist oder innerhalb des Zellkernes liegt. 






   
Der Ak von DSHB ist der gleiche Antiköper, der auch von DIENI et al. (2012) und KOLBECK 
et al. (1999) verwendet wurde. Für die Markierung mit diesem Antikörper musste entweder ein 
Antigen-Demaskierungsprotokoll mit Citratpuffer oder die kurzfixierten Schnitte verwendet wer-
den. Im Cx konnte man eine deutliche, längliche Färbung der Nervenstränge erkennen (Abb. 4.14 
A und C). Weder eine zytosolische noch eine nukleäre Färbung war erkennbar. Bei den Neuronen 
des STR waren nur sehr vereinzelt und im Vergleich zum Cx deutlich schwächer einzelne Ner-
venstränge angefärbt. Auch hier war keine zytosolische oder nukleäre Färbung erkennbar (siehe 
Abb. 4.14 D). Auch detaillierte Untersuchungen mittels Konfokalmikroskopie zeigten im Cx eine 
Färbung von BDNF in den Nervenzellausläufern und im STR nur eine sehr schwache Markierung 
(siehe Abb. 4.15). Um bessere Vergleichsmöglichkeiten zu haben, wurde exemplarisch auch der 
Hippocampus untersucht. Im Hippocampus der Hamster stellte sich die Färbung vergleichbar wie 
in den Hippocampi der Mäuse in der Publikation von DIENI et al. (2012) dar (nicht dargestellt). 
Somit wurde der DSHB-Ak für die weiteren Untersuchungen ausgewählt, obwohl auch für diesen 
Ak die Frage der Spezifität und Sensitivität für BDNF beim Hamster nicht endgültig abgesichert 
werden konnte. 
4.4.3.2 BDNF-Protein Quantifizierung (IHC) im Cx und STR  
Da bei Verwendung des Anti-BDNF Ak von DSHB nicht Zellköper markiert wurden und auch 
bei Verwendung einer entsprechenden Färbung wie NeuN oder DAPI die Färbung nicht sicher 
einzelnen Zellen zugeordnet werden konnte, wurde die Färbung mittels Intensitätsmessung der 
Fluoreszenz (Fotoanalyse) ausgewertet. Entsprechend der Beschreibung von Kapitel 3.3.3.5 wur-
den von vier Schnitten entsprechend Tab. 3.8 von Cx und STR mittels Mikroskop und Kamera 
Abbildungen erstellt. Zunächst wurde der gesamte Bereich des Cx oder STR ausgewertet. Im 
Anschluss wurden dann jeweils ca. 4 x 4 cm große Bildausschnitte ausgewertet, damit z.B. die 
stark gefärbten Fasern der Capsula interna oder Artefakte exkludiert werden konnten (vgl. Abb. 
4.14 D und 4.15). 
Es wurden je 4 Schnitte von 10 Kontrolltieren und 10 dt
sz
 Hamstern im Alter von ca. 33 Tagen 
immunhistologisch markiert. Bei einem Kontrolltier wurden durch die IHC zwei Schnitte beschä-
digt, da durch die kurze Fixationszeit das Gewebe sehr weich war. Das Tier musste aus der Wer-
tung genommen werden. Bei wenigen Schnitten (je 1 Schnitt bei 5 Tieren) wurde eine Hälfte so 
beschädigt, dass keine oder nicht alle mikroskopischen Abbildungen erstellt werden konnten. 
Dann wurde nur die entsprechende kontralaterale Seite ausgewertet. 
Im Cx lag der xˉ für die Kontrolltiergruppe bei 57,867 + 2,445 und für die dt
sz
 Hamstergruppe bei 
60,857 + 2,347 (Abb. 4.16). Im direkten Vergleich konnten kein statistischer Unterschied zwi-
schen den beiden Hamstergruppen gefunden werden (t-Test; P= 0,234). Die xˉ im STR lagen bei 
57,409 + 2,365 (Kontrolltiere) und 64,699 + 2,551 (dt
sz
 Hamster). Es gab eine nicht signifikante 
Tendenz (t-Test; P = 0,0529), dass im STR mehr BDNF bei der dt
sz
 Hamstermutante enthalten 




   
Bei statistischer Auswertung über beide Regionen mittels Zwei-Wege ANOVA war ein signifi-
kanter Genotypeffekt und somit eine leichte Erhöhung von BDNF bei der dt
sz
 Hamstermutante 



















































Abb. 4.14 IHC von BDNF (Antikörper DSHB) und DAPI 
A Markierung von BDNF mit dem Antikörper von DSHB im Cx eines Hamsters. Die Mar-
kierung zeigt eine Anfärbung der Nervenzellausläufern (weiße Pfeile), aber keine zytosoli-
sche oder nukleäre Färbung.  
B Zellkerne mit DAPI. Bei A und B handelt es sich um dieselben Bildausschnitte 
C zeigt die übereinandergelegten Bilder. Die weißen Pfeile befinden sich an derselben Stelle 
wie bei A. 
D zeigt die immunhistochemische Markierung exemplarisch von BDNF im STR eines 
Hamsters. Es sind deutlich weniger Nervenfasern im Vergleich zum Cx zu erkennen (weißer 
Pfeil). Allerdings färben sich die Fasern der Capsula interna, die das STR durchziehen, deut-
lich an (schwarzer Pfeil). Weder Zellkörper noch Zellkerne sind gefärbt. Dies spricht dafür, 
dass BDNF nur in den Nervenzellausläufern zu finden ist. 
































Abb. 4.15 Konfokalmikroskopische Aufnahmen, Markierung mit Anti-BDNF Antikörper 
von DSHB 
A Zeigt exemplarisch eine Aufnahme aus dem STR eines Hamsters. Offensichtlich sind die 
Fasern der Capsula interna relativ stark gefärbt (schwarzer Pfeil). Im restlichen striatalen 
Gewebe ist dagegen nur eine geringe Anfärbung zu erkennen.  
B Zeigt eine konfokale Aufnahme aus dem Cx eines Hamsters. Gut zu erkennen ist, dass 
der Antikörper das BDNF in länglichen, dünnen, flasrigen/fadenartigen Strukturen mar-
kiert, wahrscheinlich neuronale Zellausläufer wie z.B. Axone (weiße Pfeile). Bei einigen 

































Abb. 4.16 Intensitätsmessung BDNF-IHC  
BDNF Protein (IHC) im Cx von 33 Tage alter Kontrollhamstern (graue Balken) und dt
sz
 
Hamstern (rote Balken). Die Zahlen innerhalb der Balken geben die Stichprobengröße wie-
der. Der Gesamtgehalt an BDNF war beim dt
sz
 Hamster leicht erhöht (Holm-Sidak; * P < 
0,05; jeweils für A und B). Dargestellt sind die xˉ und SD. 
A stellt die Pixelwerte der ganzen Bilder dar. 
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Einen Unterschied zwischen den Regionen gab es hingegen nicht (F(1; 34) = 0,201; P = 0,656; 
Siehe Abb. 4.16). Die Analysen wurden in spezifischen Bildausschnitten wiederholt, so dass z.B. 
Artefakte, Blutgefäße und die Fasern der Capsula interna im STR exkludiert werden konnten. Die 
Ergebnisse bestätigten einen leicht höheren BDNF Gehalt beim dt
sz
 Hamster im Vergleich zu 
Kontrolltieren. So lag der xˉ im Cx für die Kontrolltiergruppe bei 66,84 + 2,815 und für die dt
sz
 
Hamster bei 72,031 + 7,733. Im STR lagen die xˉ bei 64,497 + 2,535 (Kontrolltiergruppe) und bei 
71,872 + 2,638 (dt
sz
).  
Verglich man die die Werte im Cx zwischen den beiden Tiergruppen, dann war kein statistischer 
Unterschied zu erkennen (t-Test; P = 0,204), beim STR erkannte man allerdings eine deutliche 
Tendenz (t-Test; P = 0,0611). Bei Analyse mittels einer Zwei-Wege ANOVA über beider Gehirn-
regionen konnte kein Unterschied zwischen den Regionen (F(1; 34) = 0,217; P = 0,644) aber zwi-
schen den Genotypen erkannt werden. So ist mehr BDNF beim dt
sz
 Hamster nachweisbar (F(1; 
34) = 5,450; P = 0,026; Holm-Sidak Methode: P = 0,026; siehe Abb. 4.16).  
4.5 KCC2 (slc12a5) und CAH7 mRNA Gehalt im Striatum (qPCR) 
Die Expression von KCC2 (Genname: slc12a5) beginnt am Anfang der zweiten Lebenswoche 
und von CAH7 gegen Ende der zweiten Lebenswoche. Beide Proteine sind jeweils wichtig für 
einen funktionellen Wechsel der Wirkung (Hyperpolarisation, Depolarisation) von GABA auf 
das Membranpotential am GABAA-Rezeptor, d.h. für den sogenannten GABA-Switch (RIVERA 
et al. 2005). In Anlehnung an die Beschreibung von RIVERA et al. (2005) wurden die Expressio-
nen auf mRNA-Ebene vergleichend zwischen Kontrolltiergruppe und dt
sz
 Hamstergruppe unter-
sucht. Zuerst wurde die mRNA-Expression von slc12a5 und CAH7 bei ca. 33 Tage alten Tieren 
im STR bestimmt (jeweils 10 Kontroll- und 10 dt
sz
 Hamster). Bei slc12a5 musste ein Kontrolltier 
und bei der Messung von CAH7 ein dt
sz
 Tier aus der Wertung genommen werden, da die Werte 
der Triplikate der qPCR zu weit auseinander lagen (SD > 0,5). Im Anschluss wurden die Mes-
sungen bei 13 Kontroll- und 14 dt
sz
 Hamster mit einem Alter von 18 Tage durchgeführt.      
4.5.1 Die Expression von striataler slc12a5 mRNA (qPCR) 
Wie in Abb. 4.17 dargestellt wurde kein Unterschied zwischen dt
sz
 und Kontrollhamstern (33 
Tage) in der relativen Expression von slc12a5 mRNA gefunden (Mann-Whitney Rank Sum Test; 
P = 0,391). Der xˉ der Kontrolltiergruppe lag bei 1,235 + 0,127, bzw. bei der dt
sz
 Hamstergruppe 
lag dieser bei 1,334 + 0,0932. Es konnte auch kein Unterschied zwischen den entsprechenden 
Tiergruppen im Alter von 18 Tagen nachgewiesen werden (Mann-Whitney Rank Sum Test; P = 
0,610). Die xˉ lagen bei 0,596 + 0,0752 (dt
sz
 Hamster) und 0,644 + 0,0915 (Kontrollhamster). So-
mit war die Expression von slc12a5 weder bei 18 noch bei 33 Tage alten dt
sz
 Hamstern auf 



























4.5.2 Die Expression von striataler CAH7 mRNA (qPCR) 
Es konnte kein Unterschied im CAH7 mRNA Gehalt zwischen Kontrolltiergruppen und dt
sz
 
Hamstergruppen, weder im Alter von 33 Tagen (Mann-Whitney Rank Sum Test; P = 0,775) noch 
im Alter von 18 Tagen (Mann-Whitney Rank Sum Test; P = 0,942) gefunden werden (Abb. 
A B 
Abb. 4.17 mRNA-Expression von Slc12a5 bei 18 und 33 Tage alten Kontrollhamstern (graue 
Balken) und dt
sz
 Hamstern (rote Balken).  
Die nicht schraffierten Balken stehen für die 18 Tage alten Hamster, die schraffierten dagegen 
für die 33 Tage alten Tiere. Die Zahlen innerhalb der Balken geben die Stichprobengröße in-
nerhalb der Gruppe an. Angegeben sind xˉ + SD. 
A + B zeigen die relative Expression (RQ) der mRNA von slc12a5 zu den „housekeeping Ge-
nen“ bei 18 Tage alten Hamstern (A) und bei 33 Tage alten Hamstern (B). Innerhalb einer 
Altersgruppe gab es keine Unterschiede zwischen den Kontroll- und dt
sz
 Hamstern. Durch die 
angewendete Berechnungsmethode sind die Gruppen unterschiedlichen Alterns nicht mitei-
nander vergleichbar. 
C Zeigt dieselben Gruppen wie A + B, jedoch wurden hier alle Werte von slc12a5 innerhalb 




























































































   
4.18). Die xˉ waren für die 33 Tage alten Tiere 1,016 + 0,0713 (Kontrolltiere) bzw. 1,005 + 
0,0991 (dt
sz
 Hamster) und für die 18 Tage alten Tiere 0,683 + 0,0735 (Kontrolltiere) bzw. 0,651 + 
0,0552 (dt
sz
 Hamster). Somit ist auch die Expression der mRNA von CAH7 im STR der dt
sz
 

















Abb. 4.18 mRNA-Expression von CAH7 bei 18 und 33 Tage alten Kontrollhamstern (graue 
Balken) und dt
sz
 Hamstern (rote Balken). Die nicht schraffierten Balken stehen für die 18 
Tage alten Hamster, die schraffierten dagegen für die 33 Tage alten Tiere. Die Zahlen inner-
halb der Balken geben die Stichprobengröße innerhalb der Gruppe an. Angegeben sind xˉ + 
SD. 
A + B zeigen die relative Expression (RQ) der mRNA von CAH7 zu den „housekeeping Ge-
nen“ bei 18 Tage alten Hamstern (A) und bei 33 Tage alten Hamstern (B). Innerhalb einer 
Altersgruppe gab es keine Unterschiede zwischen den Kontroll- und dt
sz
 Hamstern. Durch die 
angewendete Berechnungsmethode sind die Gruppen unterschiedlichen Alterns nicht mitei-
nander vergleichbar. 
C zeigt dieselben Gruppen wie A + B, jedoch wurden hier alle Werte von CAH7 innerhalb 



























































































   
5 Diskussion  
5.1 Ausgewählte Aspekte zu den Methoden 
5.1.1 Methodische Aspekte zur IHC und Zellquantifizierung (ohne BDNF) 
In früheren Untersuchungen konnte beim dt
sz
 Hamster eine Reduktion der Parvalbumin-positiven 
(PV+) Interneurone (IN), der Calretinin-positiven (CR+) IN und der Stickstoffoxidsynthase-
positiven (NOS+) IN, aber nicht der cholinergen (ChAT+) IN im Striatum (STR) zum Zeitpunkt 
der maximalen Ausprägung der Dystonie nachgewiesen werden. Nach der Remission der Dysto-
nie war eine Reduktion der INs nicht mehr nachweisbar (GERNERT et al. 2000, HAMANN et al. 
2006, HAMANN et al. 2007, HAMANN et al. 2005, SANDER et al. 2006). Deshalb sollte in 
dieser Arbeit untersucht werden, ob eine verzögerte Migration und/oder eine verzögerte Matura-
tion der entsprechenden IN für den fehlenden Nachweis verantwortlich ist. Um herauszufinden, 
ob die IN in das STR vollständig migriert sind, war eine für die IN spezifische immunhistoche-
mische Markierung notwendig, die unabhängig des Reife- und Funktionsstadiums ist. Nkx 2.1 
wird von IN exprimiert, die aus dem medialen Ganglienhügel (MGE) in das STR eingewandert 
sind. So sind alle PV+ und ChAT+ IN, ca. 94 % der CR+ IN und ca. 10 % der NOS+ IN positiv 
für Nkx 2.1. Die Projektionsneurone (MSNs) dagegen exprimieren Nkx 2.1 nicht. Nkx 2.1 ist 
auch bei älteren Tieren in den IN noch nachweisbar (MAGNO et al. 2009, MARIN et al. 2000, 
SUSSEL et al. 1999). Somit wird ein großer Teil der IN durch die Markierung von Nkx 2.1 er-
fasst, vor allem die beim dt
sz
 Hamster veränderten PV+ IN (GERNERT et al. 2000, HAMANN et 
al. 2007) und CR+ IN (HAMANN et al. 2005). Somit konnte Nkx 2.1 als Markerprotein gerade 
für die Migration dieser GABAerger IN für die hier vorliegende Arbeit verwendet werden (vgl. 
MAGNO et al. 2009, MARIN et al. 2000, SUSSEL et al. 1999). Die Markierung von Nkx 2.1 
beim Hamster im Bereich des Zellkerns, das nur sehr vereinzelte Vorkommen von Nkx 2.1-
positiven Zellen im Kortex (Cx) und die Verteilung im STR ist vergleichbar mit den Angaben aus 
der Literatur (MAGNO et al. 2009, MARIN et al. 2000). Die Markierung von Nkx 2.1 konnte 
somit erfolgreich etabliert werden.  
Da es sich bei Nkx 2.1 um eine nukleäre Färbung handelt, wurde exemplarisch für die IN noch 
Parvalbumin (PV) markiert. Entsprechend zu den Beschreibungen von MARIN et al. (2000) wa-
ren alle PV+ IN positiv für Nkx 2.1, aber auf Grund der anderen IN waren nicht alle Nkx 2.1-
positiven Zellen auch positiv für PV. Die unter Kapitel 4.3 geschilderten Probleme mit der be-
grenzten Beständigkeit der IHC von PV in der Doppelmarkierung mit Nkx 2.1 kann wahrschein-
lich dadurch erklärt werden, dass es sich diesmal um Gewebeschnitte von kurzfixierten Gewebe 
gehandelt hat. Diese Probleme waren bei langfixierten Gewebe (vgl. GERNERT et al. 2000, 
HAMANN et al. 2007) nicht aufgefallen, wobei es sich bei diesen Färbungen auch nicht um eine 
Fluoreszenz-IHC gehandelt hat. Um dieses Problem zu klären, sind Stabilitätsuntersuchungen für 





   
folgreich etabliert werden. So stimmten die in dieser Arbeit gezeigten Markierungen von NeuN 
mit der in der Literatur beschriebenen Markierungslokalisation (Zellkern) und ihrer Distribution 
mit den Angaben aus der Literatur (ETO et al. 2010, KIM et al. 2009, MORIN et al. 2011, 
MULLEN et al. 1992) überein.  
In den vorherigen Publikationen (GERNERT et al. 2000, HAMANN et al. 2006, HAMANN et al. 
2007, HAMANN et al. 2005, SANDER et al. 2006) erfolgte die Bestimmung der Interneuronen-
anzahl nach folgendem Schema: Pro definierter Region/ Subregion wurde ein Feld ausgezählt. 
Mit Hilfe der Schnittdicke (0,04 mm) und der bekannten Größe des Untersuchungsfeldes (0,296 
mm „multipliziert mit“ 0,222 mm) ergab sich dann die Formel zum Berechnen der Zelldichte 
(Anzahl gezählter Zellen „multipliziert mit“ 380/mm³). Bei dieser Arbeit wurde die sogenannte 
„Optische Fraktionator (optical fractionator)“-Methode gewählt. Der Vorteil dieser Methode liegt 
darin, dass in definierten dreidimensionalen Räumen Objekte (z.B. Zellkerne) gezählt werden und 
diese Messungen durch einen definierten, einheitlichen und systemischen Stichprobenplan wie-
derholt werden (WEST et al. 1991). In dieser Arbeit ist dies durch das festgelegte SRS-Layout 
und dem Abstand der Schnitte (jeder 8. Schnitt) gewährleistet worden. Da ebenfalls die Mindest-
dicke für die Anwendung des Optisches Fraktionators von >20 µm (WEST et al. 1991) eingehal-
ten wurde, kann davon ausgegangen werden, dass eine relativ genaue Erfassung der Zellzahl und 
Zelldichte erfolgte. Auch die Fehlerkoeffizienten (coefficient of error, CE) nach GUNDERSEN 
et al. (1999) sowie SCHMITZ und HOF (2000) liegen im Bereich von ca. 0,7 und damit im ver-
gleichbaren Rahmen wie die Berechnung des CEs bei WEST et al. (1991) im Hippocampus 
(0,03-0,10) und sogar unter dem CE für Zählung PV+ INs im STR bei LUK und SADIKOT 
(2001; CE= 0,12).    
5.1.2 Methodische Aspekte zur IHC und zum ELISA-System von BDNF 
Da BDNF ein wichtiger Faktor für die Ausreifung von Neuronen (siehe 2.4.2.4) und gerade für 
striatale GABAerge IN (ALTAR et al. 1997, GROßE et al. 2005, MIZUNO et al. 1994) ist, sollte 
die Expression des BDNF-Proteins über ein ELISA-System und mittels IHC untersucht werden. 
Die Markierung mit dem Antikörper (Ak) von DSHB (siehe Kapitel 4.4.3) im Hippocampus war 
vergleichbar mit der IHC von DIENI et al. (2012), allerdings entsprach die Markierung im Cx 
und STR weder in Lokalisation, Distribution noch Intensität anderen publizierten Untersuchungs-
ergebnissen für das STR  (vgl. mit ALTAR et al. 1997, ETO et al. 2010, QUIRIE et al. 2012). 
Ein großes Problem bei der Markierung von BDNF ist die Untersuchung der Spezifität der Fär-
bung, da häufig kein passendes Material (welches negativ für BDNF ist) für entsprechende Un-
tersuchungen zur Verfügung steht (DIENI et al. 2012). Laut DIENI et al. (2012) soll keiner der 
bei dieser Publikation getesteten kommerziell erhältlichen Ak spezifisch für BDNF sein. Alle in 
der hier vorliegenden Arbeit verwendeten Ak für BDNF zeigten ein vollständig unterschiedliches 





   
Grundlage der ausführlichen Ak-Evaluierung von DIENI et al. (2012). Ob die Markierung von 
BDNF damit hoch spezifisch war, ist jedoch nicht sichergestellt (s.u.). 
Bei dem hier verwendeten kommerziellen ELISA handelt es sich um ein etabliertes und publi-
ziertes spezifisches Nachweissystem für BDNF (GOLDER et al. 2008, MAHMOOD et al. 2004). 
Es ist im Labor unseres Kooperationspartners erfolgreich angewendet worden (ENDRES und 
LESSMANN 2012). Allerdings wird auch für dieses ELISA-System eine erhöhte Interassay-
Variabilität kritisch diskutiert. Der R&D Quantikine BDNF-ELISA detektiert spezifisch das aus-
gereifte BDNF (mature- BDNF) und nicht zusätzlich auch das pro-BDNF (POLACCHINI et al. 
2015). Interessanterweise wurde bei der Intensitätsmessung der BDNF-IHC kein Unterschied 
zwischen Cx und STR gefunden, während beim verwendeten ELISA-System ein signifikant hö-
herer BDNF-Gehalt im STR im Vergleich zum Cx bei 18 und 33 Tage alten Tieren nachgewiesen 
werden konnte. Die Unterschiede zwischen IHC und BDNF-ELISA waren nicht zu erwarten, da 
der verwendete Ak von DSHB auch nur das mature-BDNF detektiert (DIENI et al. 2012). Die  
Diskussionen in den Publikationen wie von DIENI et al. (2012) und POLACCHINI et al. (2015) 
geben einen klaren Hinweis auf die Schwierigkeiten beim Nachweis und der Quantifizierung von 
BDNF. Zur Spezifität und Sensitivität des für die immunhistologische Untersuchung verwende-
ten Ak von DSHB sind demnach noch viele Fragen offen, die auch in dieser Arbeit nicht geklärt 
werden konnten.  
5.1.3 Methodische Aspekte zur qPCR 
Bei der relativen Quantifizierung der mRNA kommt der Auswahl der Vergleichsgröße eine be-
sondere Bedeutung zu. Als stabil exprimierte Gene (so genannte „housekeeping genes“) wurden 
Hprt und GapdH ausgewählt. GapdH hatten wir bereits als stabil exprimiertes Gen beim Hamster 
in einer früheren Publikation genutzt (AVCHALUMOV et al. 2014). Hprt erwies sich als ähnlich 
stabil wie GapdH (vgl. 4.4.3). Während in der Publikation von AVCHALUMOV et al. (2014) nur 
GapdH als „Referenzgen“ verwendet wurde und die Auswertung nach der 2-ΔΔCt Methode erfolg-
te, wurde in dieser Arbeit die Auswertung nach der 2
-Δct
 Methode mit anschließender Normalisie-
rung durch das geometrische Mittel von zwei stabil exprimierten Genen in Anlehnung an 
VANDESOMPELE et al. (2002) angewendet. Diese Methode wurde gewählt, da bei Verwen-
dung von nur einem „Referenzgen“ das Ergebnis zu stark von den Schwankungen des einen Re-
ferenzgenes abhängt, was zu Fehlern in der Interpretation führen kann (VANDESOMPELE et al. 
2002). Die in dieser Arbeit angewendete Berechnung (siehe 3.3.7) ist somit bestens geeignet, die 
Expression eines Genes innerhalb der Altersgruppe und einer Gehirnregion zwischen Hamster-
mutante und Kontrolltieren zu vergleichen.  
Für das Primerdesign sind folgende Charakteristika wichtig: Primerlänge, Primerlängendifferenz, 
Schmelztemperatur, Gehalt an Guanin und Cytosin und die Nukleotidkomposition am 3´-Ende 
(CHUANG et al. 2013). Bei den in dieser Arbeit verwendeten Primern handelt es sich um kom-





   
des Herstellers evaluiert wurden und spezifisch für das entsprechende Gen sind (Herstelleranga-
ben). Ein Problem bei der Primerauswahl für das dt
sz
 Hamstermodell ist, dass das Hamstergenom 
noch nicht sequenziert ist (RICHTER und RICHTER 2014). Die Primer wurden deshalb anhand 
entsprechender Recherchen der Nukleotidsequenzen in der NCBI-Datenbank (Rubrik „Nucleoti-
de“, GenBank) ausgesucht, wo die für den Hamster entsprechende Sequenz vorhergesagt werden. 
Die gemessenen Fluoreszenzkurven während der qPCR und die gemessen ct-Werte geben einen 
wichtigen Hinweis darüber, dass die Primer an die cDNA gebunden haben, da ansonsten die Re-
porter nicht fluoreszieren könnten (vgl. NAVARRO et al. 2015). Somit kann davon ausgegangen 
werden, dass die verwendeten TaqMan-Assays dazu geeignet sind, die Expression der entspre-
chenden Gene beim dt
sz
 Hamster zu untersuchen. Wie in Kapitel 4.3.2 angesprochen, gab es eini-
ge Ausreißer bei Werten für die PV-mRNA-Expression bei den 33 Tage alten Tieren. Die stark 
erhöhten Werte könnte damit erklärt werden, dass auf Grund der Präparationsmethode Teile vom 
Cx in die STR-Proben gelangt sind. Beim Hamster sind im Cx deutlich mehr PV+ IN als im STR 
vorhanden und folglich auch deutlich mehr PV-mRNA (vgl. HAMANN et al. 2007). Daher wird 
für die Zukunft eine Präparation an 40 µm Kryostatschnitten empfohlen, um reines Probenmate-
rial vom STR sicher zu erhalten.   
5.2 Diskussion der Ergebnisse 
5.2.1 Migration Nkx 2.1-positiver Zellen beim dystonen Hamster 
Da ein altersabhängiger Mangel an striatalen GABAergen IN bei der dt
sz
 Hamstermutante gezeigt 
werden konnte (GERNERT et al. 2000, HAMANN et al. 2007, HAMANN et al. 2005, SANDER 
et al. 2006) sollte Nkx 2.1 als Marker für die eingewanderten IN in das STR verwendet werden 
(siehe Kapitel 2.4.1 und Kapitel 5.1.1).  
Wie in dieser Arbeit gezeigt werden konnte, gibt es keinen Unterschied in der Anzahl Nkx 2.1-
positiver Zellen im STR bei ca. 33 Tage alten dt
sz
 Hamstern im Vergleich zu altersgleichen Kon-
trolltieren. Da bis jetzt keine Charakterisierung oder Quantifizierung von Nkx 2.1 im Hamster-
striatum beschrieben ist und MARIN et al. (2000) im STR der Maus die Zelltypen anhand ihrer 
entsprechend Doppelmarkierungen nur relativ ausgewertet haben, gibt es keine direkten Ver-
gleichswerte. Vergleicht man die Anzahl der Nkx 2.1-positiven Zellen mit den schon gezählten 
IN, so ergibt sich das folgende Bild: Addiert man die gezählten IN (Mittelwert Zellen pro mm³ 
bei Kontrolltieren/dt
sz
: PV+ IN = 1533/1218, HAMANN et al. 2007; CR+ IN =  1285/1023, 
HAMANN et al. 2005; ChAT + IN = 807/789, HAMANN et al. 2006; NOS+ IN = 624/496, 
SANDER et al. 2006), korrigiert dann diese IN-Anzahl mit den Relativwerten der Nkx 2.1-
positiven Zellen (PV+ IN und Chat+ IN zu 100%, CR+ IN zu 94% und NOS+ IN zu 10%) von 
MARIN et al. (2000) und vergleicht die Ergebnisse mit der Zelldichte der Nkx 2.1-positiven Zel-
len, wird offensichtlich, dass ca. 63,8 % (Kontrolltiere) bzw. 54,53% (dt
sz
) der Nkx 2.1-positiven 
Zellen entsprechende Markerprotein für die bisher beim Hamster untersuchten IN exprimieren. 





   
tieren) exprimieren, scheint somit beim Hamster physiologisch zu sein. Allerdings ist der Anteil 
der Nkx 2.1-positiven Zellen, die die für IN typischen Markerproteine exprimieren, beim dt
sz
 
Hamster im Vergleich zu Kontrolltieren höher. Laut MARIN et al. (2000) wird Nkx 2.1 nicht von 
den Projektionsneuronen exprimiert. Es kann allerdings nicht ausgeschlossen werden, dass im 
STR, anlog zu anderen neurologischen Gewebe, auch nicht-neuronale Zellen Nkx 2.1 exprimie-
ren können (vgl. ERIKSSON und WICTORIN 2003, MAGNO et al. 2009, YEE et al. 2009). 
Dies lässt die Frage offen, welche Funktion die Nkx 2.1-positiven Neurone, die auch im gesun-
den Tier keine für die IN typischen Phänotyp exprimieren, übernehmen.  
Anhand der oben beschriebenen addierten Interneuronendichten hätte des Weiteren eine absolute 
Verringerung von 550-600 Nkx 2.1-positiven Zellen/mm³ beim dt
sz
 Hamster gemessen werden 
müssen. Die Differenz zwischen den Gruppen liegt allerdings nur bei 125 Nkx 2.1-positiven Zel-
len/mm³. Zusammengefasst bedeutet dies, dass am 33. Lebenstages, also zum Zeitpunkt der ma-
ximalen Ausprägung der Dystonie (RICHTER und LÖSCHER 1998), eine vergleichbare Anzahl 
an Zellen aus der MGE in das STR des dt
sz
 Hamsters im Vergleich zu den Kontrolltieren einge-
wandert sind (vgl. ELIAS et al. 2008, MARIN et al. 2000, MARÍN et al. 2001). Dieses Ergebnis 
wird auch durch die in dieser Arbeit nachgewiesenen unveränderten striatalen Nkx 2.1-mRNA-
Expression bei 33 Tage alten Tieren unterstützt. Interessant ist, dass PV auf mRNA Ebene bei 
denselben Tieren, analog zu den PV+ IN (GERNERT et al. 2000), reduziert ist. Die Expression 
der striatalen Nkx 2.1-mRNA-Expression ist auch bei 18 Tage alten dt
sz
 Hamstern im Vergleich 
zu gesunden Kontrolltieren unverändert. Dies ist ein klarer Hinweis darauf, dass bereits ab dem 
18. LT eine vergleichbare Anzahl an Zellen aus der MGE in das STR der Hamstermutante ein-
gewandert ist. Laut PLOTKIN et al. (2005) reifen die elektrophysiologischen Charakteristika der 
PV+, schnellfeuernden IN bei der Maus in den ersten 3 Wochen postnatal aus. Interessanterweise 
konnte bei 18 Tage alten dt
sz
 Hamstern keine signifikante Reduktion der Expression der mRNA 
von PV nachgewiesen werden. Dies könnte ein Hinweis darauf sein, dass bei bestimmten IN die 
Ausreifung erst um den 18. LT oder einige Tage später beginnt, zu mindestens noch nicht nach 3 
Wochen abgeschlossen ist. Allerdings fehlen entsprechende immunhistologische Untersuchungen 
der GABAergen IN bei 18 Tage alten Tieren.  
Die in dieser Arbeit gezeigten Ergebnisse schließen allerdings eine verzögerte Einwanderung 
innerhalb der ersten 2 Lebenswochen nicht aus. Es ist nachgewiesen, dass zuerst die Zellen, die 
die Striosomen bilden (ca. E 13 bei der Ratte), in das entstehende STR einwandern. 1-3 Tage 
später wandern dann die Zellen ein, die dann die Matrix bilden (FISHELL und VAN DER 
KOOY 1987). Ungefähr zum selben Zeitraum wandern auch die Zellen aus der MGE und auch 
aus dem angrenzenden präoptischen/anterioren endopedunkularen Bereich (ebenfalls Nkx 2.1 
positiv) ein. Diese reifen später zu den IN aus. Die Einwanderung der verschiedenen Interneuro-
nentypen erfolgt teilweise biphasisch und es können Gradienten in der Distribution beim zeitli-
chen Verlauf nachgewiesen werden (vgl. Kapitel 2.2.3.3, MARIN et al. 2000, RYMAR et al. 





   
dass der absolut größte Teil der Interneuronenpopulation beim Nager ca. in der 2. bis 3. Embryo-
nalwoche einwandern. Ob nun ein kleiner Teil der IN wenige Tage nach der Geburt noch ein-
wandert, kann nicht ausgeschlossen werden, da die entsprechenden Arbeiten (RYMAR et al. 
2004, SADIKOT und SASSEVILLE 1997, SEMBA et al. 1988) sich alleine auf die Embryonal-
phase beziehen. Auch einige Veröffentlichungen zu Nkx 2.1 (MAGNO et al. 2009, MARIN et al. 
2000, SUSSEL et al. 1999) können auf Grund des Versuchsaufbaus eine postnatale Wanderung 
nicht ausschließen. Allerdings ändert sich die Gesamtzahl der Neurone nicht mehr nach der Ge-
burt, während dennoch eine deutliche Änderung der Zahl der für die Interneuronenmarker positi-
ven Zellen ersichtlich ist (ETO et al. 2010). Dies spricht dafür, dass weitestgehend die Migration 
der Zellen aus der MGE in das STR zur Geburt abgeschlossen ist. Allerdings gibt es beim adulten 
Menschen Hinweise, dass striatale IN neu gebildet werden können (ERNST et al. 2014, INTA et 
al. 2015). Dies wurde beim dt
sz
 Hamster über BrdU-Studien der IN für die Zeiträume 27.-30. und 
48.-51. LT ausgeschlossen, wo keine Hinweise auf entsprechende Zellproliferationen und Migra-
tionen als Grund für die normalisierenden Zellzahlen gefunden werden konnten (HAMANN et al. 
2007). Des Weiteren gibt es auch keinen Unterschied von z.B. PV+ IN im Cx (HAMANN et al. 
2007). Auch die kortikalen PV+ IN stammen aus der MGE, regulieren dann allerdings bei der 
Wanderung zum Cx Nkx 2.1 herunter, da Nkx 2.1 ansonsten die Expression von Neuropilin 1/2 
unterdrückt und somit die Zellen in das STR einwandern würden (ELIAS et al. 2008, NOBRE-
GA-PEREIRA et al. 2008). Dies unterstützt die These, dass die grundsätzlichen Proliferations- 
und Migrationsmechanismen innerhalb der MGE beim dt
sz
 Hamster vermutlich nicht gestört sind. 
Des Weiteren wandern die ChAT+ IN, die ebenfalls aus der MGE stammen, in das STR ein und 
exprimieren dort Nkx 2.1 (MAGNO et al. 2009, MARIN et al. 2000). Es gibt keine Veränderung 
in der Dichte von ChAT+ IN bei der Hamstermutante (HAMANN et al. 2006). Die typischen 
Charakteristika der ChAT+ IN wird u.a. durch die Expression von Isl-1 und der damit verbunde-
nen Expression von Lhx-7 anstelle von Lhx-6 bestimmt (siehe auch Kapitel 2.2.3.3; LOPES et al. 
2012, WANG und LIU 2001). Es konnte kein Hinweis in der Literatur gefunden werden, dass 
durch diese Faktoren die Proliferation oder Migration anders im Vergleich zu GABAergen IN 
gesteuert wird. Insgesamt sprechen diese Fakten dafür, dass die Migration von IN in das STR bei 
dt
sz
 Hamstern nicht verzögert ist und wahrscheinlich ihre für IN charakteristischen Proteine ver-
zögert exprimieren. Die Möglichkeit einer solchen retardierten Ausreifung der IN wurde auch 
von HAMANN et al. (2007) bereits in Betracht gezogen.  
Auf Grundlage der bisherigen Diskussion kann man mit Blick auf die retardierte Ausreifung 
Schlussfolgerungen über die an der Migration beteiligten Regulationsfaktoren ziehen. Obwohl 
der Gendefekt beim dt
sz
 Hamster bis jetzt noch nicht bekannt ist (RICHTER und RICHTER 
2014), ist dieser mit großer Wahrscheinlichkeit nicht z.B. mit folgenden Faktoren assoziiert: (1) 
Mash 1, zusammen mit Dlx-1 und Dlx-2 und Nkx 2.1, da alle Nkx 2.1-positiven Zellen bei der 
dt
sz
 Hamstermutante eingewandert sind (MARIN et al. 2000); (2) Isl-1, Lhx-6 und Lhx-7, da 





   
et al. 2000, WANG und LIU 2001 in Verbindung mit HAMANN et al. 2006, HAMANN et al. 
2007, HAMANN et al. 2005, SANDER et al. 2006) und (3) Semaphorin 3A/3F und Neuropilin 
1/2 und assoziierte Regulationsfaktoren (vgl. MARÍN et al. 2001, NOBREGA-PEREIRA et al. 
2008), da kein Unterschied für die kortikalen PV+ IN gefunden wurde (HAMANN et al. 2007) 
und, wie in diese Arbeit gezeigt, alle Nkx 2.1-positiven Zellen in das STR der dt
sz
 Hamstermutan-
te migriert sind. 
Basierend auf den Ergebnissen der Untersuchungen der Nkx 2.1-positiven Zellen könnte die 
postnatale Ausreifung der striatalen IN im Fokus nachfolgender Untersuchungen liegen,  wie z.B. 
der Kaliumkanal Kv 3.1, dessen Expression mit der physiologischen Maturation der PV+ IN ein-
hergeht (PLOTKIN et al. 2005). Auch die synaptische Plastizität scheint für das Dystoniegesche-
hen der Hamstermutante von Bedeutung zu sein (AVCHALUMOV et al. 2014, AVCHALUMOV 
et al. 2013, KÖHLING et al. 2004). BDNF ist ein solcher Faktor, der für die Entwicklung der 
GABAergen IN von Bedeutung ist (GROßE et al. 2005, MIZUNO et al. 1994) und für die synap-
tische Plastizität als Mediator und/oder Modulators eine Funktion besitzt (EDELMANN et al. 
2014, LESSMANN und BRIGADSKI 2009). Die Ergebnisse zu BDNF werden im folgenden 
Abschnitt diskutiert. 
5.2.2 BDNF 
Ein wichtiger Faktor für die Entwicklung von Neuronen im STR, gerade auch von GABAergen 
IN, ist BDNF (ALTAR et al. 1997, ETO et al. 2010, GROßE et al. 2005, MIZUNO et al. 1994, 
RAUSKOLB et al. 2010). BDNF ist im ZNS des syrischen Goldhamster nachweisbar (FROST et 
al. 2001, POLLOCK et al. 2001). Aus diesem Grund sollte untersucht werden, ob die verzögerte 
Ausreifung der IN beim dt
sz
 Hamster (s.o.) durch eine verringerte Expression von BDNF erklärt 
werden könnte. Deshalb wurde in dieser Arbeit die Expression von BDNF auf mRNA- und Pro-
teinebene bei 18 und 33 Tage alten dt
sz
 Hamstern in Vergleich zu gesunden Kontrolltieren unter-
sucht. Der Gehalt von BDNF ist gemessen mit dem BDNF-ELISA System, bei 18 und 33 Tage 
alten Tieren im STR höher als im Cx. Dies ist bemerkenswert, da vermutlich kein bzw. nur sehr 
wenig BDNF selber im STR gebildet wird, sondern BDNF vom Cx und der SN in das STR trans-
portiert wird (ALTAR et al. 1997, CONNER et al. 1997, HOFER et al. 1990). Da es sich in die-
ser Arbeit um die erste Messung von BDNF im Cx oder STR des Goldhamsters handelt, fehlen 
entsprechende Vergleichswerte. Bei 1-2 Monate alten Ratten konnten ebenfalls im STR leicht 
höhere Werte im Vergleich zum Cx gemessen werden. Dabei wurden für den Cx Werte von 1,35 
bzw. ca. 6,5 ng/g und im STR 1,41 bzw. 9,2 ng/g gemessen (ELMER et al. 1998, KATOH-
SEMBA et al. 1997). In einer anderen Studie lagen die Werte bei 30 Tage alten Ratten für das 
STR bei 1,49 ng/g und im Cx bei 2,85 ng/g, während bei 24 Monate alten Ratten Werte von 1,26 
ng/g (Cx) und 0,72 ng/g (STR) gemessen wurden (KATOH-SEMBA et al. 1998). Bei der Maus 
sind die BDNF-Werte im STR mit ca. 80 ng/g Gewebe (ALTAR et al. 1997) angegeben und lie-





   
immunhistochemischen Untersuchungen an Rhesus-Affen oder Ratten zeigen kein einheitliches 
Bild bezüglich des Verhältnisses von BDNF zwischen Cx und STR (CONNER et al. 1997, 
SCHMIDT-KASTNER et al. 1996, ZHANG et al. 2007). Zusammenfassend scheint es möglich 
zu sein, dass im STR ein höherer Gehalt an BDNF im Vergleich zum Cx beim Hamster zu finden 
ist. Auffällig ist darüber hinaus, dass die gemessenen Werte von BDNF beim Hamster deutlich 
höher im Vergleich zu Ratte und Mensch sind (vgl. ELMER et al. 1998, KATOH-SEMBA et al. 
1997, ZUCCATO et al. 2008), aber nicht zur Maus (ALTAR et al. 1997). Gründe für die höheren 
Werte beim Hamster können sein: (1) die Expression von BDNF unterliegt speziesspezifischen 
Unterschieden; (2) bessere Extraktionsmethode von BDNF aus dem Gewebe; (3) die gemessenen 
Konzentrationen sind beim Hamster, wie auch bei der Maus (ALTAR et al. 1997) zu hoch, z.B. 
durch eine Verunreinigung mit Blut im Gewebe auf Grund der Speicherung von BDNF in den 
Thrombozyten (vgl. z.B. mit ROSENFELD et al. 1995, YAMAMOTO und GURNEY 1990, 
YEOM et al. 2016). Um eine endgültige Aussage über den absoluten BDNF Gehalt im Cx und 
STR bei den unterschiedlichen Tierarten treffen zu können, wären weitere Untersuchungen nötig. 
So könnte der BDNF Gehalt bei den entsprechenden Tierarten mit unterschiedlichen Messsyste-
men (z.B. ELISA, Western-Blot) und Extraktionssystemen in einer Vergleichsstudie untersucht 
werden. 
Im Zuge dieser Arbeit sollte untersucht werden, ob ein Mangel an BDNF für die verzögerte Aus-
reifung der GABAergen IN und der veränderten synaptischen Plastizität (s.o.) verantwortlich ist. 
Für die einzelnen untersuchten Regionen (Cx, STR und restlichen Gewebe) konnte im direkten 
Vergleich (t-Test) zwischen dt
sz
- und Kontrollhamstern in der Proteinexpression von BDNF we-
der im Alter von 18 noch von 33 Tagen ein Unterschied nachgewiesen werden. Dies spricht ge-
gen eine entscheidende Rolle von BDNF in der Pathophysiologie der Dystonie beim dt
sz
 Hamster 
im Alter von 18–33 Tagen. Dies wird dadurch unterstützt, dass verschiedene andere Neuronenty-
pen beim dt
sz
 Hamster nicht verändert waren (HAMANN et al. 2006, RICHTER und RICHTER 
2014, WAHNSCHAFFE et al. 1990). Bei Analyse der Daten mittels Zwei-Wege ANOVA konn-
te, sogar entgegen der Arbeitshypothese (Mangel an BDNF im STR), bei 33 Tage alten Hamstern 
bei Betrachtung von Cx zusammen mit STR sogar eine geringgradig erhöhte Proteinexpression 
von BDNF nachgewiesen werden. Die Betrachtung von Cx und STR ist deshalb sinnvoll, da wie 
oben beschrieben BDNF vom Cx in das STR transportiert wird (ALTAR et al. 1997, CONNER et 
al. 1997, HOFER et al. 1990). Bei 18 Tage alten Tieren ist eine derartige geringgradige Erhöhung 
dagegen nicht nachweisbar. Allerdings kommt diese Erhöhung offenbar dadurch zustande, dass 
bei 33 Tage alten dt
sz
 Hamstern die BDNF-Expression nicht wie bei den Kontrolltieren herunter-
reguliert wurde. So ist die BDNF-Proteinexpression im Cx und STR nur bei 33 Tage alten Kon-
trollhamster in Vergleich zu 18 Tage alten Kontrolltieren geringgradig verringert, nicht aber bei 
den dt
sz
 Hamstern. Dafür gibt es vier mögliche Erklärungen: (1) Verspätete Ausreifung/ Synapto-
genese; (2) Akkumulation von BDNF beim Transport in bestimmten Nervenfasern; (3) sekundä-





   
(1) BDNF wird vom Cx (und auch von der SN) in das STR transportiert (ALTAR et al. 1997, 
CONNER et al. 1997, HOFER et al. 1990). Die ersten neuronalen Verbindungen von Cx und 
STR sind schon am Ende der Embryonalzeit (Maus ca. E 19) nachweisbar und reifen im Bereich 
der ersten Lebenswochen bis mindestens zum zweiten Lebensmonat (Ratte) aus (BAYDYUK et 
al. 2011, CHRISTENSEN et al. 1999, NISENBAUM et al. 1998). Auffällig ist, dass der zeitliche 
Verlauf der Dystonie beim Hamster mit der beschriebenen Spontanremission (RICHTER und 
LÖSCHER 1998, RICHTER und RICHTER 2014) gerade in diesen Zeitbereich fällt. Es könnte 
somit sein, dass es zu einer verzögerten Ausreifung/synaptischen Plastizität der kortikostriatalen 
Verbindungen bei einzelnen IN im Bereich der 2. bis 4. Lebenswoche kommt. Der Zeitraum lässt 
sich Eingrenzen, da diese Arbeit zeigte, dass zum 18. Lebenstag noch kein Unterschied in der 
BDNF-Expression und der mRNA-Expression von PV zu erkennen ist. BDNF erreicht nun die 
einzelnen schon eingewanderten IN nicht in der für die Ausreifung notwendigen Konzentration. 
Somit könnte die Erhöhung von BDNF bei 33 Tage alten dt
sz
 Hamstern auf eine verspätet begin-
nende Erhöhung der Synaptogenese und synaptische Ausreifung hindeuten, für die BDNF ein 
wichtiger Faktor ist (vgl. z.B. ALSINA et al. 2001, EDELMANN et al. 2014, GONZALEZ et al. 
2016, HARTMANN et al. 2004, LESSMANN und BRIGADSKI 2009). Da die IN noch nach 
dem 33. LT ausreifen, wird entsprechend die Expression von BDNF bei der dt
sz 
Hamstermutante 
nicht herunterreguliert. Die geringe Erhöhung von BDNF wäre somit durch den geringen Anteil 
der IN an der striatalen Gesamtneuronenzahl (vgl. KAWAGUCHI et al. 1995) zu sehen. 
CANALS et al. (2001) konnte zeigen, dass die mRNA-Expression von BDNF im Cx abhängig 
von der Funktionalität des angesteuerten striatalen Bereiches ist und dass wahrscheinlich über die 
Axone ein Feedbackmechanismus besteht. Allerdings konnte auf mRNA-Ebene weder bei 18 
noch bei 33 Tage alten Hamster ein Unterschied zwischen den Tiergruppen in der Expression von 
BDNF gefunden werden.  
(2) Das BDNF trotz vorhandener kortikostriataler Verbindungen auf den Transportwegen akku-
muliert ist unwahrscheinlich, da die grundsätzlichen Transportmechanismen von BDNF funktio-
nieren. Ein wichtiger Hinweis dafür ist, dass bei einer generellen Transportstörung deutlich ge-
ringere Mengen an BDNF im STR nachweisbar gewesen wären (vgl. z.B. ALTAR et al. 1997, 
BAYDYUK und XU 2014). Dies spricht dafür, dass BDNF in den konstitutiven Vesikel und sek-
retorischen Granula über das Mikrotubuli-assoziierte Transportsystem transportiert werden kann 
und somit auch die Carboxypeptidase E, Dynactin zusammen mit Kinesin-2/ Kinesin-3 und das 
Huntington-assoziierte Protein 1 (vgl. mit DIKEAKOS und REUDELHUBER 2007, GAUT-
HIER et al. 2004, LESSMANN und BRIGADSKI 2009, LOU et al. 2005, PARK et al. 2008) 
beim dt
sz
 Hamster zu mindestens auf funktioneller Ebene unverändert sind. Dennoch kann ohne 
spezifische Untersuchungen keine Aussage über die Expression dieser Faktoren für einzelne Neu-
ronentypen getroffen werden.  
(3) Eine weitere mögliche Erklärung für die leicht erhöhte BDNF-Proteinexpression ist die erhöh-





   
und RICHTER 2014), da BDNF von Neuronen aktivitätsabhängig synthetisiert und die Ausschüt-
tung getriggert werden kann (vgl. BALKOWIEC und KATZ 2002, KUCZEWSKI et al. 2008, 
LAU et al. 2010), auch wenn dies speziell für das STR nicht beschrieben ist. Die erhöhte Aktivi-
tät der Projektionsneurone könnte über einen Feedbackmechanismus (CANALS et al. 2001) zu 
einer vermehrten Ausschüttung von BDNF an den kortikostriatalen Synapsen führen. Somit kön-
nen die leicht erhöhten Werte für BDNF im Cx und STR auch einen sekundären Nebeneffekt 
darstellen. 
(4) Der erhöhte Proteingehalt von BDNF spiegelt sich nicht bei 33 Tage alten Tieren im Cx auf 
mRNA-Ebene wieder. Dies spricht wiederum gegen eine generell erhöhte Expression von BDNF 
zum Zeitpunkt des 33. Lebenstages. Da bei 18 Tage alten Tieren ebenfalls kein Unterschied in 
der mRNA-Expression zu finden ist, müsste somit die erhöhte Expression der mRNA zwischen 
dem 18 und 33 Lebenstag stattgefunden haben. Es sei denn, BDNF wird bei der dt
sz
 Hamstermu-
tante in diesem Altersabschnitt länger bei bestimmten Neuronen in präsynaptischen Vesikeln 
(DIENI et al. 2012) gespeichert und/oder verzögerte abgebaut.  
Die geringfügige Erhöhung von BDNF bei der Analyse mittels Zwei-Wege ANOVA bei STR 
und Cx sollte gerade unter Berücksichtigung der nachgewiesenen erhöhten Interassay-Variabilität 
des BDNF-ELISA Systems (POLACCHINI et al. 2015) und der vorangegangenen Diskussion 
über den BDNF Gehalt (s.o.), zusammen mit der unveränderten mRNA-Expression von BDNF, 
zurückhaltend interpretiert werden. Um eine Aussage über die Bedeutung dieser leichten Erhö-
hung der BDNF-Konzentration im Cx und STR machen zu können, sind weiter Untersuchungen 
notwendig. Zuerst sollten die Befunde auf Grund der oben beschriebenen methodischen Proble-
matik durch andere Methoden, wie z.B. Western-Blot-Analyse (z.B. SHANG et al. 2016) oder 
MALDI-TOF (KÖNIG et al. 2008, POLLAK et al. 2005) bestätigt werden. Auch ob eine verän-
derte Expression des für BDNF wichtigen TrkB-Rezeptors (FINKBEINER et al. 1997, HEIN-
RICH et al. 2011, MAHAN und RESSLER 2012, MINICHIELLO et al. 2002, OU und GEAN 
2006, RIVERA et al. 2004) und seiner Signalwege eine Bedeutung für die verzögerte Ausreifung 
der INs hat, müsste bei der Hamstermutante durch entsprechende Studien noch untersucht wer-
den. 
Die mögliche Rolle von Veränderung von BDNF (Val66Met Polymorphismus) und Dystonie 
wird in der Literatur kritisch diskutiert (CRAMER et al. 2010, GOMEZ-GARRE et al. 2014, MA 
et al. 2013, MARTINO et al. 2009, SAKO et al. 2015, SVETEL et al. 2013). Da das BDNF-
Protein in dieser Arbeit nicht sequenziert wurde, kann ein solcher Polymorphismus beim dt
sz
 
Hamster nicht ausgeschlossen werden. Trotz allem Forschungspotential, welches das Thema 
BDNF bietet, ist abschließend festzuhalten, dass sich die Arbeitshypothese bezüglich der verrin-
gerten Expression von BDNF beim dt
sz
 Hamster in dieser Arbeit nicht bestätigte. Weitere wichti-





   
und CAH7. Die entsprechenden Ergebnisse zu den Untersuchungen der mRNA-Expressionen 
sollen im folgenden Abschnitt diskutiert werden. 
5.2.3 Entwicklung von KCC2 und CAH7 bei der dtsz Hamstermutante 
Der von KCC2 abhängige GABA-Switch und der damit verbundene Wirkungswechsel von GA-
BA am GABAA-Rezeptor von exzitatorisch nach inhibitorisch ist ein wichtiger Ausreifungs-
schritt von Neuronen, die den GABAA-Rezeptor exprimieren (IKEDA et al. 2003, RIVERA et al. 
2005, SHIMIZU-OKA BE et al. 2002). Ebenfalls entscheidend für die Ausreifung dieser Neuro-
nen ist die Expression von CAH7 (RIVERA et al. 2005). Deshalb wurde die Expression von 
KCC2 und CAH7 als Marker für die Ausreifung von Neuronen im dt
sz
 Hamster im Vergleich zu 
gesunden Kontrolltieren auf mRNA-Ebene untersucht. Weder zum 18. noch zum 33. Lebenstag 
konnte ein Unterschied in der Expression von KCC2 oder CAH7 im STR bei der dt
sz
 Hamstermu-
tante festgestellt werden. Wie die Wirkung von GABA am GABAA-Rezeptor auf das Membran-
potenzial ist, hängt von den entsprechenden intra- und extrazellulären Ionenkonzentrationen ab 
(KAILA et al. 1997, RIVERA et al. 2005, RIVERA et al. 1999, RUUSUVUORI et al. 2004, 
ZHANG et al. 2006). Allerdings gilt die Expression von KCC2 und CAH7 als Marker für die 
Ausreifung der Neurone, so dass davon ausgegangen werden kann, dass die entsprechenden Io-
nenverschiebung beim dt
sz
 Hamster auch stattgefunden hat (vgl. mit IKEDA et al. 2003, RIVERA 
et al. 2005, SHIMIZU-OKABE et al. 2002). Eine endgültige Aussage kann dazu allerdings nicht 
getroffen werden, da keine Untersuchungen von KCC2 und CAH7 im Zusammenhang mit elekt-
rophysiologischen Messungen im Hamsterstriatum verfügbar sind. Aufgrund der vergleichbaren 
Expression von KCC2 und CAH7 beim dt
sz
 Hamster ist die nachgewiesene Überaktivität der Pro-
jektionsneurone im dorsomedialen STR zum Zeitpunkt der maximalen Ausprägung der Dystonie 
(GERNERT et al. 1999a) wahrscheinlich nicht durch eine exzitatorische Wirkung von GABA 
zurückführbar. Dass der durch KCC2 vermittelte GABA-Switch und der damit verbundene Chlo-
rid-Shift in den Projektionsneuronen bei der Hamstermutante schon stattgefunden haben, unter-
stützt auch die antidystonen Wirkungen von Muscimol und Flurazepam bei akuter intrastriataler 
Applikation (HAMANN und RICHTER 2002), da diese sonst eine Verstärkung der Dystonie 
hätten hervorrufen müssen. Dies unterstreicht die Hypothese, dass die Überaktivität durch eine 
mangelnde Inhibition der Projektionsneurone zu erklären ist (GERNERT et al. 2000, HAMANN 
et al. 2007). Durch die Expression von CAH7 ist anzunehmen, dass auch der zweite funktionelle 
GABA-Switch (von inhibitorisch nach exzitatorisch) im STR des Hamsters möglich ist: 1. die 
GABAA-Rezeptoren sind vorhanden (NOBREGA et al. 1995, WALDVOGEL et al. 1999, 
WALDVOGEL et al. 1997) und 2. durch die in dieser Arbeit bewiesene Anwesenheit der CAH7 
sind auch die Voraussetzungen für den Kalium-Efflux in Form des notwendige CO2/Bircarbonat 
Puffersystem (KAILA et al. 1997, RIVERA et al. 2005, RUUSUVUORI et al. 2004) vorhanden. 
Die paradoxe Wirkung bei chronischer Gabe von Phenobarbital auf die Dystonie der Hamstermu-
tante (RICHTER und LOSCHER 2000) könnte als Indiz für die Fähigkeit der striatalen Neurone 





   
nen zeitlichen Verlauf im Ratten-Hippocampus für CAH7 (Effekt im Hippocampus ca. 12 LT, 
RUUSUVUORI et al. 2004) und KCC2 (Beginn Expression ca. 6 LT, RIVERA et al. 2005), ist es 
wahrscheinlich, dass auch schon bei 18 Tage alten Tieren die Neurone vollständig in Bezug auf 
die Wirkung von GABA am GABAA-Rezeptor ausgereift sind.  
Da allerdings für den Hamster in diesem Altersbereich keine elektrophysiologischen Messungen 
vorliegen, kann keine endgültige Aussage über den erfolgten Chlorid-Shift im Alter von 18 Ta-
gen getroffen werden. Außerdem sind Veränderungen in kleinen Subpopulationen der IN nicht 
auszuschließen. 
Ein möglicher Lösungsansatz wäre, die IN spezifisch z.B. durch Nkx 2.1 (vgl. MARIN et al. 
2000) oder für die IN spezifische GABAA-Rezeptor Untereinheiten (vgl. WALDVOGEL et al. 
1999) zu markieren und mit der Methode „laser capture microdissection“ zu isolieren (wie z.B. 
durch RICHTER et al. (2009) beschrieben). Danach könnten die IN spezifische auf mRNA-
Ebene untersucht werden. Tatsächlich zeigten erste Untersuchungen zur Expression von GABAA-
Rezeptoruntereinheiten, die nicht Gegenstand der vorliegenden Arbeit waren, eine bei immunhis-
tologischen Untersuchungen verminderte Expression. So konnte eine verminderte Expression der 
GABAA-Rezeptor Alpha1-Untereinheit bei 33 Tage alten dt
sz
 Hamstern nachgewiesen werden. 
Bei über 90 Tage alten Tieren kam es wieder zu einer Normalisierung der Expression (BODE et 
al. 2017).  
5.3  Bedeutung für die Dystonie und Ausblick 
Die Forschung an Tiermodellen, wie z.B. dem dt
sz
 Hamster, dient dem Ziel, die Pathophysiologie 
der Dystonie zu ergründen, um potentielle Therapieoptionen für den Menschen zu entwickeln 
(vgl. DELNOOZ und VAN DE WARRENBURG 2012, OLEAS et al. 2013, OZELIUS et al. 
2011, RICHTER und RICHTER 2014). In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass der be-
schriebene Mangel an striatalen IN (GERNERT et al. 2000, HAMANN et al. 2007, HAMANN et 
al. 2005, SANDER et al. 2006) nicht durch eine Migrationsstörung, sondern mit aller Wahr-
scheinlichkeit durch eine Ausreifungsstörung verursacht wird, da alle Nkx 2.1-positiven IN aus 
der MGE eingewandert sind (HAMASAKI et al. 2003, MARIN et al. 2000). Somit stellt der 
Hamster nicht nur ein Modell für die Dystonie, sondern auch ein interessantes Modell für die 
Ausreifung von striatalen GABAergen IN dar. Der Zeitpunkt der maximalen Ausprägung der 
Dystonie fällt in einen Altersbereich, in dem die kortikostriatalen Verbindungen und somit auch 
deren Synapsen ausreifen (vgl. BAYDYUK et al. 2011, CHRISTENSEN et al. 1999, NISEN-
BAUM et al. 1998). Dass eine veränderte neuronale Plastizität im STR, aber auch im Cx und 
Hirnstamm eine Bedeutung für die Dystonie hat, ist eine anerkannte Hypothese (OZELIUS et al. 
2011). Auch bei Mausmodellen für die DYT1 Dystonie konnte eine veränderte Plastizität nach-
gewiesen werden (MARTELLA et al. 2009, SCIAMANNA et al. 2014, SCIAMANNA et al. 
2011). Beim dt
sz
 Hamster wurden bereits Veränderungen in der kortikostriatalen synaptischen 





   
Rezeptoruntereinheitenkomposition (AVCHALUMOV et al. 2014), beschrieben.  Somit könnte 
die Untersuchung von Faktoren, die die synaptische Plastizität beeinflussen, weitere wichtige 
Kenntnisse zur Pathophysiologie liefern und weiter Therapieoptionen offenbaren. Wie die vorlie-
gende Arbeit zeigt, sind CAH7 und KCC2 als Faktoren der Plastizität (RIVERA et al. 2005) mit 
großer Wahrscheinlichkeit bei der dt
sz
 Hamstermutante nicht verändert. BDNF, welches einen 
regulatorischen Einfluss auf die synaptische Plastizität hat (EDELMANN et al. 2014, LESS-
MANN und BRIGADSKI 2009), ist bei der Hamstermutante nicht vermindert. Inwieweit eine 
Erhöhung von BDNF für STR und Cx beim dt
sz
 Hamster eine Rolle spielt, muss durch weitere 
Untersuchungen abgeklärt werden. Da die Feinregulation der Signale des TrkB-Rezeptors für die 
Plastizität und Funktion von Neuronen wichtig sind (vgl. z.B. HEINRICH et al. 2011, RIVERA 
et al. 2002, RIVERA et al. 2004), sollte eine mögliche Bedeutung des TrkB- Rezeptors und sei-
ner Signalwege für die Pathophysiologie der Dystonie noch untersucht werden. Dies gilt ebenso 
für weitere wichtige regulatorische Rezeptoren für die synaptische Plastizität, wie z.B. metabo-
trope Glutamat-5-Rezeptoren über die Interaktion mit NMDA-Rezeptoren (LECOURTIER et al. 
2007, PETROV et al. 2014, PISANI et al. 2001). Für PV+ IN z.B. ist für die Expression von PV 
und dem Kaliumtransporter Kv3.1 ein zeitlicher Zusammenhang während der Ausreifung be-
schrieben (PLOTKIN et al. 2005). Da, wie durch die Untersuchungen von Nkx 2.1 gezeigt, die 
IN in das STR migriert sind, und die Expression der GABAA-Rezeptor Alpha1-Untereinheit zum 
Zeitpunkt der maximalen Ausprägung der Dystonie vermindert ist, könnten Untersuchungen zur 
GABAA-Rezeptorkomposition ebenfalls weitere Aufschlüsse über die Pathophysiologie liefern 
(BODE et al. 2017). Die verzögerte Ausreifung der GABAerger IN könnte auch einen Einfluss 
auf die Langzeitplastizität haben, auf die GABA über den GABAA-Rezeptor eine Wirkung auf 
die Feuerratenzeit-abhängige Plastizität (engl. Spike-timing-dependend plasticity) hat (PAILLE 
et al. 2013). Zukünftige Untersuchungen entsprechender Regulationsfaktoren könnten zu einen 
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Einleitung: Bei der Dystonie handelt es sich um eine Erkrankung des zentralen Nervensystems. 
Sie ist charakterisiert durch ungewollte, dauerhafte oder wiederkehrende Muskelkontraktionen, 
die zu abnormalen Bewegungsabläufen und Haltungen führen. Sie ist die dritthäufigste Bewe-
gungsstörung beim Menschen. Bisherige Befunde beim Menschen und Untersuchungen an Tier-
modellen weisen u.a. auf eine besondere Bedeutung der Basalganglien-Thalamus-Schleife hin, 
die an der Kontrolle von willkürlichen und unwillkürlichen Bewegungen beteiligt ist. So konnten 
bei unterschiedlichen Tiermodellen Veränderungen im Striatum (STR), der Eingangsstruktur der 
Basalganglien, nachgewiesen werden. Beim dt
sz
 Hamster, einem gut etablierten Tiermodell für 
die paroxysmale Dystonie, konnte neben vielen striatalen Veränderungen eine Reduktion der 
GABAergen Interneurone (IN), wie Parvalbumin-positive (PV+) IN, zum Zeitpunkt der maxima-
len Ausprägung der Dystonie gezeigt werden.  
Ziele der Untersuchung: Die Gründe für den Mangel an striatalen GABAergen IN bei der dt
sz
 
Hamstermutante sollten weiter untersucht werden, indem der Frage nachzugehen war, ob beim 
dt
sz
 Hamster eine Migrations- oder Ausreifungsstörung der IN vorliegt. Dazu wurde das Homöo-
domänprotein Nkx 2.1, als Marker für aus dem medialen Ganglienhügel eingewanderte IN, im 
STR der dt
sz
 Hamstermutante untersucht. Die Expression des Brain-derived neurotrophic factors 
(BDNF), des Kalium-Chlorid-Kotransporters 2 (KCC2) und die zytosolische Carboanhydrase 
vom Isotyp 7 (CAH7) wurden als Indikatoren für die Ausreifung von GABAergen IN herangezo-
gen.  
Tiere, Material und Methoden: Die Untersuchungen wurden vergleichend an dt
sz
 Hamstern und 
Kontrollhamstern durchgeführt. Beim dt
sz
 Hamster zeigt die Dystonie einen altersabhängigen 
Verlauf (Beginn: ca. 16. Lebenstag (LT); Maximum: 30.-42. LT; Remission: 70. LT). Deshalb 
wurden als Untersuchungszeitpunkte der 18. LT und der 33. LT gewählt. Um die Migration der 
striatalen IN zu untersuchen, wurde im STR bei 33 Tage alten Hamsterns die Dichte der immun-
histochemisch markierten Nkx 2.1-positiven Zellen stereologisch ermittelt. Der mRNA-Gehalt 
wurde relativ mittels „quantitativer Echtzeit-PCR“ (qPCR) bestimmt. Zusätzlich wurde die 
mRNA-Expression von Nkx 2.1 bei 18 Tage alten Tieren untersucht. Von KCC2 und CAH7 




   
pression von BDNF wurde mittels ELISA-System im Kortex (Cx), STR und im restlichen Ge-
hirngewebe („R“) bei 33 und 18 Tage alten Tieren bestimmt. Der BDNF-mRNA Gehalt wurde 
im Cx (18. und 33. LT) und im STR (33. LT) untersucht. Des Weiteren sollte BDNF bei 33 Tage 
alten Hamstern mittels immunhistochemischer Markierung im Cx und STR untersucht werden. 
Die Untersuchung von BDNF im Cx ist deshalb wichtig, weil BDNF vom Cx in das STR trans-
portiert wird. Zusätzlich wurde Parvalbumin (PV) zusammen mit Nkx 2.1 immunhistochemisch 
markiert und die mRNA-Expression von PV bei 18 und 33 Tage alten Tieren bestimmt.  
Ergebnisse: Für Nkx 2.1 konnte kein Unterschied in der Zelldichte zwischen dt
sz
- und Kontroll-
hamstern gefunden werden. Ebenfalls gab es weder bei 18 noch bei 33 Tage alten Tieren einen 
Unterschied in der Nkx 2.1-mRNA-Expression. Unterschiede in der mRNA-Expression von 
KCC2 und CAH7 im STR (18. und 33. LT) lagen auch nicht vor. Die Expression der PV-mRNA 
im STR bei 33 Tage alten Tieren war jedoch erwartungsgemäß vermindert. Auf mRNA-Ebene 
konnte im Cx für BDNF kein Unterschied zwischen dt
sz
- und Kontrolltiergruppe gefunden wer-
den. Bei beiden Tiergruppen wurde mittels ELISA im STR mehr BDNF nachgewiesen als im Cx 
und im R (18. und 33. LT) nachweisbar. Entgegen der Hypothese war nach Analyse der Daten 
mittels Zwei-Wege ANOVA eine geringe Erhöhung der BDNF-Expression im Cx und STR bei 
33 Tage alten dt
sz
 Hamstern nachweisbar. Dies lag daran, dass die BDNF-Expression nur bei den 
Kontrolltieren am 33. LT im Vergleich zum 18. LT herunterreguliert war. Die Ergebnisse der 
BDNF-Immunhistologie waren in Hinblick auf die Spezifität zweifelhaft. 
Schlussfolgerung: Die Nkx 2.1 Daten lassen auf eine ungestörte Migration striataler IN bei der 
dt
sz
 Mutante schließen. Wahrscheinlich ist eine Ausreifungsstörung für den Mangel an GABAer-
gen IN verantwortlich. Die Ergebnisse von KCC2 und CAH7 zeigen, dass keine generelle Aus-
reifungsstörung von GABAergen Neuronen vorliegt, wobei dies für kleinere Subpopulationen 
nicht ausgeschlossen werden kann. Entgegen der Arbeitshypothese konnte keine Verringerung 
sondern eine leichte Erhöhung von BDNF zum 33. LT bei der dt
sz
 Hamstermutante festgestellt 
werden. Eine mögliche Erklärung könnte sein, dass BDNF auf Grund der verzögert einsetzenden 
Entwicklung der IN nicht herunterreguliert wird. Die Gründe für diese Erhöhung wie auch weite-
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Introduction: Dystonia is a disease of the central nervous system. It is characterized by unwant-
ed, permanent or recurrent muscle contractions, which lead to abnormal movements and postures. 
In humans it is the third most common movement disorder. Previous findings in humans and in-
vestigations on animal models indicated a crucial role of the basal ganglia-thalamus-loop, which 
is involved in the control of voluntary and involuntary movements. In different animal models 
changes in the striatum (STR), the input structure of the basal ganglia, have been shown. At the 
time period of maximum dystonic symptoms beside different striatal changes a significant reduc-
tion of GABAergic interneurons (IN) such as Parvalbumin-positive (PV+) IN, has been found 
beside many other striatal changes in the dt
sz
 hamster, which is a well-established animal model 
at paroxysmal dystonia. 
 
Aims of Investigations: The cause for the lack of striatal GABAergic IN in the dt
sz
 hamster is 
not known. We hypothesized that alterations of migration- and/or maturation of IN are involved. 
Therefore we investigated in the STR of the dt
sz
 hamster mutant the homeodomain protein Nkx 
2.1 as a marker for IN migrating from the medial ganglionic eminence. The expression of the 
Brain-derived neurotrophic factor (BDNF), the Potassium-Chloride-Cotransporter 2 (KCC2) and 
the cytosolic Carboanhydrase of the isotype 7 (CAH7) were used as indicators for the maturation 
of GABAergic IN. 
 
Animals, Material and Methods: The investigations were performed in dt
sz
 hamsters in compar-
ison to control hamsters. In the dt
sz
 hamsters dystonia shows an age-dependent course (start: ap-
prox. 16. day of life (LT); maximum: 30.–42. LT; remission: 70. LT). Therefore the 18th and 
33rd LT were chosen for investigations. For investigating the migration of striatal IN, the density 
of immunohistochemically marked Nkx 2.1-positive cells in the STR was measured in 33 day old 
hamsters by stereology quantification. The content of mRNA was relatively measured via quanti-
tative Real-time PCR (qPCR). In addition, the mRNA-expression was investigated in 18 day old 
animals. The mRNA of KCC2 and CAH7 was determined in the STR of 18 and 33 day old ham-




   
tissue in 18 and 33 day old animals. The content of BDNF-mRNA was investigated in the Cx 
(18th and 33rd LT) and in the STR (33th LT). Furthermore BDNF was investigated via immuno-
histochemically labelling in the Cx and STR at an age of 33 days. The investigation of BDNF in 
the Cx is important, because BDNF is transported form the Cx into the STR. Furthermore, Par-
valbumin (PV) together with Nkx 2.1 was immunohistochemically labelled and the mRNA-
expression was determined in animals at an age of 18 and 33 days. 
 
Results: There was no difference in the cell density of Nkx 2.1-positive cells between dt
sz
 ham-
sters and control hamsters. Neither in 18 nor in 33 day old hamsters a difference in the Nkx 2.1-
mRNA-expression could be found. In the STR no differences in the expression of KCC2 and 
CAH7 existed (18th and 33rd LT). As expected, the expression of PV-mRNA was decreased in 
the STR at an age of 33 days. Compared to the control groups there was no difference for BNDF-
mRNA-expression in the Cx of dt
sz 
hamsters. A higher expression of BDNF in the STR than in 
Cx and remaining brain tissue (18th And 33rd LT) has been found in both animal groups. Contra-
ry to the hypothesis, a small increase of BDNF was shown in the Cx and STR of 33 day old dt
sz
 
hamsters by analysing the data across both regions (Two-Way ANOVA). This can be explained 
by downregulation of BDNF in control hamsters at an age of 33 days in comparison to 18 days, 
which was absent in the dt
sz
 mutant. The interpretation of the results of the BDNF-
immunohistochemistry was hampered by insufficient specificity of available antibodies. 
 
Conclusion: The Nkx 2.1 data indicate an undisturbed migration of striatal IN in the dt
sz
 mutant. 
Thus, a retarded maturation is presumptively responsible for the lack of GABAergic IN. However 
results of KCC2 and CAH7 suggest that retardation is not a general occurrence but rather restrict-
ed to a small population of cells. Unexpectedly, no reduction but a small increase of BDNF has 
been shown in dt
sz
 hamsters at an age of 33 days, which may be explained by a delayed downreg-
ulation of BDNF. Further studies on the reasons for this increase as well as additional markers for 
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9.1 Liste Chemikalien 
Die folgende Tabelle gibt alphabetisch geordnet Auskunft über die Verwendeten Chemikalien.  
Substanz Firma 
2-Mercaptoethanol  Sigma Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, Deutsch-
land 
2-Methylbutan 99% Carl- Roth GmbH & Co.kg, Karlsruhe, Deutschland 
96% Ethanol Kooperationspartner Magdeburg 
99% Ethanol Carl- Roth GmbH & Co.kg, Karlsruhe, Deutschland 
Aprotinin Kooperationspartner Magdeburg 
Glycerol 80 % Kooperationspartner Magdeburg 
Glycerol 98 % Carl-Roth GmbH, Karlsruhe Deutschland 
Heparin sodium salt, from porcine 
intestinal mucosa 
Sigma Aldrich, Deutschland) 
Leupeptin Kooperationspartner Magdeburg 
MgCl2 Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 
NaCl 99,5 % Carl- Roth GmbH & Co.kg, Karlsruhe, Deutschland 
NaOH, 1 M Carl- Roth GmbH & Co.kg, Karlsruhe, Deutschland 
Na2HPO4 Carl- Roth GmbH & Co.kg, Karlsruhe, Deutschland 
NaH2PO4 Carl-Roth GmbH, Karlsruhe Deutschland 
Nonoxinol 40 (NP40) Kooperationspartner Magdeburg 
Nuklease freies Wasser Ambion, ThermoFischer scientific, Waltham, USA 
Paraformaldehyd Carl- Roth GmbH & Co.kg, Karlsruhe, Deutschland 
Pentobarbital Narkoderm, 182,3 mg Pentobarbital/ml cp-Pharma, 
Burgdorf Deutschland 
PMSF Kooperationspartner Magdeburg 
RNAse Away Molecular Bio Products, Toronto, Kanada 
Roti-Liquid barrier Marker Carl-Roth GmbH, Karlsruhe Deutschland 
Saccharose Carl- Roth GmbH & Co.kg, Karlsruhe, Deutschland 
Salzsäure 32% Merck KGaA, Darmstadt, Deutschland 
Sodium-Citrat dihydrate Sigma Aldrich Chemie GmbH, Steinheim, Deutsch-
land 
Tris HCl Kooperationspartner Magdeburg 
Tris PUFFERAN (Tris- Base) Carl-Roth GmbH, Karlsruhe Deutschland 
Triton X 100 (624g/mol) Carl-Roth GmbH, Karlsruhe Deutschland 





   
9.2 Liste Geräte/ Materialien  
Die folgende Liste gibt alphabetisch sortiert Auskunft über die Verwendeten Geräte und Materia-
lien. 
Gerätename/Material Firma 
0,2 ml Premium PCR Tubes  Fischer Scientific, Schwerte, Deutschland 
0,650 ml Mµlti-Ultra Tubes Carl- Roth GmbH & Co.kg, Karlsruhe, Deutschland 
1,5 ml Reaktionsgefäße Axygen, Union City, USA 
15 ml Cellstar Tubes (Falkontubes) Greiner bio-one GmbH, Frickenhausen, Deutschland 
2 ml Reaktionsgefäße Dr. Iona Schubert- Laborfachhandel, Leipzig, Deutschland 
5 ml Reaktionsgefäße Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 
50 ml Cellstar Tubes (Falkontubes) Greiner bio-one GmbH, Frickenhausen, Deutschland 
Analytic AC 210 S Sartorius AG, Göttingen, Deutschland 
ART Tips 10 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 
ART Tips 1000 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 
ART Tips 20 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 
ART Tips 200 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 
Axioskop II Mikroskop Zeiss GmbH, Oberkochen, Deutschland 
Cellstar 10 ml serological pipette Greiner bio-one GmbH, Frickenhausen, Deutschland 
Cellstar 24 Well Cell Culture Plate Greiner bio-one GmbH, Frickenhausen, Deutschland 
Cellstar 48 Well Suspension Culture 
Plate 
Greiner bio-one GmbH, Frickenhausen, Deutschland 
Clear optical sealing film for PiKo 
PCR 
ThermoScientific, Waltham, USA 
Combitips Plus 10 ml Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 
Cool LEDpe300 Lampe CoolLED, Andover, IL 
Deckgläser 24x60 mm Carl- Roth GmbH & Co.kg, Karlsruhe, Deutschland 
ep T.I.P. 100-5000 µl Pipettenspit-
zen 
Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 
Eppendorf Easypet Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 
Eppendorf Mulitpette Plus Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 
Eppendorf Research Plus 0,5-5 ml Eppendorf AG, Hamburg, Deutschland 
Finnpipette F2 0,2-2 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 
Finnpipette F2 100-1000 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 
Finnpipette F2 20-200 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 
Finnpipette F2 2-20 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 
Finntip Flex mit/ohne Filter 10 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 




   
Finntip Flex mit/ohne Filter 20 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 
Finntip Flex mit/ohne Filter 200 µl Thermo Fischer Scientific, Waltham, USA 
IKA Ultra-Turrax dispersers T8 
basic 
Ika-Werke GmbH&Co.KG, Deutschland 
Implen Nanometer P 360 Implen GmbH, München, Deutschland 
Kryoröhrchen CRYO.S Greiner bio-one GmbH, Frickenhausen, Deutschland 
Kryostat Hypax C 50 Zeiss GmbH, Jena, Deutschland 
Laboratory LC 620 P Sartorius AG, Göttingen, Deutschland 
Ludl xyz Plattform VisitronSystems, Puchheim, Deutschland 
Microm Sec 3Te low profile blade ThermoScientific, Waltham, USA 
Mini- Tischzentrifuge Fischer Scientific, Schwerte, Deutschland 
Mini-Pump Variable Flow Fischer Scientific, Schwerte, Deutschland 
Olympus Fluoview FV 1200 Olympus, Hamburg, Deutschland 
Orbitalschüttler SeaStar Heasthrow Scientific LLC., Illinois, USA)( 
Pellet Pistill Homogenisiergerät Scherf Präzision Europa GmbH, Meiningen-
Dreissigacker, Deutschland 
PiKo PCR Plate, 96-Well Finnzymes, Espoo, Finnland 
PiKo- Real 96 Real-Time PCR 
Thermocycler 
ThermoScientific, Waltham, USA 
Retiga 2000R CLR-12 Digital Ka-
mera 
Qimaging, Surrey, Kannada 
Single Use Insulin Syrings Henry Schein, Melville, USA 
Superforst Ultra Plus Objektträger ThermoScientific, Waltham, USA 
Thermocycler Gene AMP PCR Sys-
tem 9700 
GeneAMP PCR System 9700, Applied Biosystems, 
Darmstadt, Deutschland 
Tierwaage, z.B. Scout Pro Ohaus Corporation, Parsippany, USA 
Tischschüttelgerät Vortex-Genie 2 Scientific Industries, Bohemia, New York, USA 
Universal 320 Zentrifuge  Andreas Hettich GmbH & Co.KG, Tuttlingen, Deutsch-
land 
Wasserbad WNB 14   Memmert, Schwabenbach, Deutschland) 
 
9.3 Verwendete Puffer und Lösungen 
Im Folgenden werden die verwendeten Puffer und Lösungen dargestellt. Folgende Abkürzungen 
wurden verwendet: l= Liter, ml= Milliliter, µl= Mikroliter, g= Gramm, M= Mol/ molare, mM= 
Millimol/millimolar, ddH2= doppeldistilliertes Wasser.  
1) 0,4 M phosphatgepufferte Salzlösung (0,4 M PBS) 




   
13,44g  monobaisches NaH2PO4 
36 g NaCl  
1l doppeldestilliertes Wasser (ddH2O)  
Dann auf pH= 7,4 (für die Herstellung von 4% PFA pH= 7,6) einstellen 
 
2) 0,1 M phosphatgepufferte Salzlösung (0,1 M PBS) 
Mischen von 250 ml 0,4 M PBS  
Mit 750 ml ddH2O 
Dann auf pH= 7,4 einstellen 
 
Für Perfusion: mischen mit 20 Einheiten Heparin/ml 0,1 M PBS 
 
3) 4 % Paraformaldehyd (PFA) 
Erhitzen von 750 ml ddH2O auf 52°C 
40g Paraformaldehyd dazugeben und gut mischen 
Durch Zugabe von 0,1 M NaOH nicht gelöstes PFA in Lösung bringen 
Mit Eis auf 22-24°C runter kühlen  
Dann auf p= 7,4 einstellen 
Lösung filtrieren 
 
4) 10% Saccharose-Lösung 
100 g Saccharose in 500 ml 0,1 M PBS lösen 
Dann mit 0,1 M PBS auf 1l auffüllen 
 
5) 20% Saccharose-Lösung 
200 g Saccharose in 500 ml 0,1 M PBS lösen 
Dann mit 0,1 M PBS auf 1l auffüllen 
 
6) 30% Saccharose Lösung 
300 g Saccharose in 500 ml 0,1M PBS lösen 
Dann mit 0,1 M PBS auf 1l auffüllen 
 
7) Gefrierschutzlösung (Cryoprotectant-Lösung) 
85,6g Saccharose 
0,66g MgCl2 
500 ml Glycerol 
500 ml 0,1 M PBS 
 





   
6,057 g TRIS PUFFERAN 
Auf 1l ddH2O 
Auf pH=7,6 einstellen 
 
9) Blocking Lösung (10% NDS, 0,5% Triton X 100, TBS) 
1 ml TBS 
100 µl normales Eselserum (NDS) 
5 µl Triton X 100 
 
10)  Träger-Lösung (2% NDS, 0,5% Triton X 100, TBS) 
1 ml TBS 
20 µl NDS 
5 µl Triton X 100 
 
11)  10 mM Citrat Puffer (mit 0,05 % Tween 20) für Antigen- Demaskierung 
2,941 g Sodium- Citrat dihydrate 
0,5 ml Tween 20 
1l ddH2O 
Auf pH= 6 einstellen 
 
12)  Permeabilitätslösung (TBS mit 0,3% Triton X 100) 
1 ml TBS 
3 µl Triton X 100 
auf pH= 7,6 einstellen 
 
13)  Extraktionspuffer BDNF- ELISA (Institut für Physiologie, Otto-von-Guericke Uni-
versität Magdeburg) 
2700 µl 1 M NaCl 
800 µl 0,58 M Tris HCl 
200 µl NP40 
2500 µl 80 % Glycerol 
100 µl 200 mM PMSF 
100 µl Aprotinin (2 mg/ml) 
20 µl Leupeptin (1 mg/ ml) 
13450 µl ddH2O 
9.4 Verwendete Software 





   
Software Name Firma 
GeNorm, Stand 2008 Ghent University, Ghent, Belgien 
Graph Pad Software  Graph Pad Software, http://graphpad.com/quickcalcs/Grubbs1.cfm, 
Link abgerufen am 05.04.2016 
ImageJ v1,47 Freie Software vom National Institut of Health, USA 
Microsoft Word Microsoft Cooperation, Redmond, USA 
Microsoft Excel Microsoft Cooperation, Redmond, USA 
Olympus Fluoview 4.1 Olympus, Hamburg, Deutschland 
RikoReal Software 2.1 ThermoScientific, Waltham, USA 
Sigma12,5Plot Version  Systat Software GmbH, Erkrath, Deutschland 
Stereoinvestigator Soft-
ware 
MBF Bioscience, Williston, USA 
 
9.5 Dystoniestadien 
Die Zahlen in der Tabelle gibt die Zeit in Minuten nach der Dystonieinduktion wieder, bei der 
das entsprechende Stadium von dem entsprechenden Tier erreicht worden ist. „X“ bedeutet, dass 
das Stadium übersprungen bzw. nicht beobachtet worden ist. „/“ bedeutet, dass das Stadium nicht 
erreicht wurde. 
9.5.1 Dystoniestadien Immunhistologie lang fixierte Gehirne 33 Tage  
I. Testung 
Tier Stadium 1 Stadium 2 Stadium 3 Stadium 4 Stadium 5 Stadium 6 
dt 9-4 1 41 82 143 / / 
dt 9-5 1 37 71 93 114 154 
dt 10-1 58 67 / / / / 
dt 10-3 5 X 41 / / / 
dt 10-8 9 92 X 125 169 / 
dt 10-9 X 23 X 67 160 173 
dt 11-1 X 21 75 / / / 
dt 11-2 14 17 20 21 59 / 
dt 11-5 X 7 31 / / / 
dt 11-10 X 18 43 72 X 117 
 
II. Testung 
Tier Stadium 1 Stadium 2 Stadium 3 Stadium 4 Stadium 5 Stadium 6 
dt 9-4 42 62 82 X 109 / 




   
dt 10-1 52 X 75 X 162 / 
dt 10-3 37 undeutlich / / / / 
dt 10-8 1 91 X X 142 / 
dt 10-9 X 20 161 / / / 
dt 11-1 22 X 51 104 114 134 
dt 11-2 19 27 77 129 / / 
dt 11-5 15 114 / / / / 
dt 11-10 21 35 X 73 79 88 
 
1.1.1 Dystoniestadien Immunhistologie kurzfixierte Gehirne 33 Tage 
III. Testung 
Tier Stadium 1 Stadium 2 Stadium 3 Stadium 4 Stadium 5 Stadium 6 
dt 16-2 43 56 103 179 / / 
dt 14-7 22 131 141 / / / 
dt 14-6 X X X 42 146 156 
dt 14-8 4 58 157 / / / 
dt 16-3 54 104 143 / / / 
dt 14-2 14 18 45 134 / / 
dt 14-3 65 164 / / / / 
dt 14-4 X 11 91 141 / / 
dt 16-4 36 85 138 / / / 




Tier Stadium 1 Stadium 2 Stadium 3 Stadium 4 Stadium 5 Stadium 6 
dt 16-2 X 7 / / / / 
dt 14-7 57 83 141 178 / / 
dt 14-6 10 59 84 162 / / 
dt 14-8 53 80 / / / / 
dt 16-3 X 17 25 144 / / 
dt 14-2 24 80 98 / / / 
dt 14-3 23 62 178 / / / 
dt 14-4 65 76 91 125 / / 
dt 16-4 X 4 23 110 116 / 





   
9.5.2 Dystoniestadien Molekularbiologie 33 Tage 
Tier Stadium 1 Stadium 2 Stadium 3 Stadium 4 Stadium 5 Stadium 6 
dt 6-1 21 24 33 X X 115 
dt 6-3 X 11 X 22 64 90 
dt 6-4 6 56 76 108 X 164 
dt 7-1 2 3 4 37 X 38 
dt 7-2 12 72 110 / / / 
dt 7-3 9 28 83 163 / / 
dt 7-4 4 30 X X 119 125 
dt 7-5 X 5 X 7 75 141 
dt 7-6 4 5 15 X X 129 
dt 7-7 3 X X 6 106 151 
dt 13-7 14 16 17 21 / / 
dt 13-2 1 9 16 X 100 137 
dt 13-5 X 2 67 136 172 / 
dt 13-3 10 17 84 / / / 
dt 13-11 2 16 33 176 / / 
dt 13-10 24 X X 25 63 / 
dt 13-1 9 37 76 90 / / 
 
9.6 Nkx 2.1-positive Zellen 
  




A 16-4: 5656,38 dt 16-2: 5875,47 
A 13-4: 5064,92 dt 14-8: 5767,44 
A16-2: 5605,58 dt 14-7: 5801,60 
A 16-3: 6693,18 dt 14-4: 5210,74 
A 13-6: 5837,93 dt 16-4: 4883,04 
A 13-1: 6266,96 dt 16-3: 5685,58 













9.7 Relative mRNA-Expression Nkx 2.1 (Striatum) 
9.7.1 18 Tage alte Tiere 
Die folgende Tabelle zeigt die Endwerte sortiert nach Gruppen mit den zugehörigen Mittelwer-
ten, Standartfehler und Standardabweichungen. 
dt Tiere Ergebnis  A-Tiere Ergebnis 
dt 455-1 0,5149  A 135-1 0,5194 
dt 455-2 0,5830  A 135-2 0,2461 
dt 455-3 0,1971  A 135-3 0,2356 
dt 455-4 0,2253  A 135-4 0,5841 
dt 455-5 0,3707  A 135-5 0,4057 
dt 455-6 0,3089  A 135-6 0,3932 
dt 455-7 0,3135  A 30-1  0,9783 
dt 455-8 0,4209  A 29- 4 0,8020 
dt 455-9 0,6340  A 30-3 0,8399 
dt 47-6 1,0052  A 29-2 0,8832 
dt 47-2 0,8706  A 29-3 1,2746 
dt 47-1 0,7329  A 30-2 0,8596 
dt 47-3 0,9223  A 29-1 1,0558 
dt 47-7 0,9341    
     
MW 0,5738   0,6983 
SD 0,2806   0,3255 
SEM 0,075   0,0903 
 










   
Shapiro-Wilk Test: P = 0,303 
Equal Variance Test: P = 0,401 
t-Test: P = 0,296 
Mann-Whitney Rank Sum Test: P = 0,344 
9.7.2 33 Tage alte Tiere 
Die folgende Tabelle zeigt die Endwerte sortiert nach Gruppen mit den zugehörigen Mittelwer-
ten, Standartfehler und Standardabweichungen. 
dt Tiere Ergebnis  A-Tiere Ergebnis 
dt 6-1 1,0905  A 5-3  1,4658 
dt 13-1 1,1715  A 5-10  1,2541 
dt 13-7 1,1277  A 5-1  1,1742 
dt 13-2  1,1892  A 12-1 1,0317 
dt 13-10  1,2058  A 12-5  0,9648 
dt 6-3 1,0341  A 12-2  0,7729 
dt 13-3  1,1134  A 5-4  1,1607 
dt 13-5  1,0718  A 12-4 1,0413 
dt 7-2  0,9202  A 12-6 0,9461 
dt 7-1  1,1447  A 12-9  1,0817 
dt 7-6  1,3180  A 5-7  0,9738 
dt 13-11 0,8265  A 12-3  0,8615 
   A 5-2  1,1487 
     
MW 1,1011   1,0675 
SD 0,1304   0,1793 
SEM 0,0376   0,0497 
 
Shapiro-Wilk Test: P = 0,750 
Equal Variance Test: P = 0,223 
t-Test: P = 0,600 
Mann-Whitney Rank Sum Test: P = 0,463 
 
9.8 Relative mRNA-Expression von Parvalbumin 





   
Die folgende Tabelle zeigt die Endwerte sortiert nach Gruppen mit den zugehörigen Mittelwer-
ten, Standartfehler und Standardabweichungen. 
dt Tiere Ergebnis  A-Tiere Ergebnis 
dt 455-1 0,2999  A 135-1 0,4714 
dt 455-2 0,5953  A 135-2 0,4530 
dt 455-3 0,2235  A 135-3 0,3044 
dt 455-4 0,2588  A 135-4 0,4551 
dt 455-5 0,2314  A 135-5 0,2739 
dt 455-6 0,2829  A 135-6 0,4253 
dt 455-7 0,3310  A 30-1  0,5316 
dt 455-8 0,3577  A 29-4 1,3395 
dt 455-9 0,2750  A 30-3 0,3103 
dt 47-6 0,5841  A 29-2 0,3108 
dt 47-2 0,5606  A 29-3 0,2311 
dt 47- 1 0,3664  A 30-2 1,5175 
dt 47- 3 0,4708  A 29-1 0,3838 
dt 47-7 0,5328    
     
MW 0,3836   0,5390 
SD 0,1368   0,4061 
SEM 0,0366   0,1130 
 
Shapiro-Wilk Test: P <  0,050 
Equal Variance Test: P = 0,186 
Mann-Whitney Rank Sum Test: P = 0,482 
 
b) Kortex 
Die folgende Tabelle zeigt die Endwerte sortiert nach Gruppen mit den zugehörigen Mittelwer-
ten, Standartfehler und Standardabweichungen. 
dt Tiere Ergebnis  A-Tiere Ergebnis 
dt 455-1 0,9266  A 135-1 1,0842 
dt 455-2 0,8419  A 135-2 1,4224 
dt 455-3 0,8265  A 135-3 0,9096 
dt 455-4 0,4835  A 135-4 1,0329 
dt 455-5 0,9002  A 135-5 1,2086 




   
dt 455-7 1,3059  A 30-1  0,5164 
dt 455-8 0,9931  A 29- 4 0,7792 
dt 455-9 0,6325  A 30-3 0,7937 
dt 47-6 0,9908  A 29-2 1,0365 
dt 47-1 1,0867  A 29-3 0,6256 
dt 47-3 0,8380  A 30-2 0,6522 
dt 47-7 1,0341  A 29-1 1,1527 
       
MW 0,8955   0,9357 
SD 0,2054   0,2579 
SEM 0,0570   0,0715 
 
Shapiro-Wilk Test: P = 0,886 
Equal Variance Test: P = 0,286 
t-Test: P = 0,664 
Mann-Whitney Rank Sum Test: P = 0,682 
 
9.8.2 33 Tage alte Tiere (Striatum) 
Die Probe mit der ID 26 (A12-2) war ein statistisch signifikanter Ausreißer  (Grubbs Test; P > 
0,05). Die folgende Tabelle zeigt die Ergebnisse aufgeteilt nach Extraktionsgruppen (Die Extrak-
tion und RNA- Isolation wurde in unterschiedlichen Gruppen durchgeführt). Auffällig sind die 
höheren Messwerte der zweiten Messrunde im Vergleich zur ersten. Für jede Gruppe wurde ge-
sondert der Grubbs Test durchgeführt (statistische Ausreißer wenn P > 0,05; * erneute Durchfüh-
rung des Grubbs Testes). Bei den durchgestrichenen Werten handelt es sich um statistische Aus-
reißer. 
A- Gruppe  Tier Werte dt- Gruppe Tier Wert 
1 A 5-3  0,7910 1 dt 6-4  3,1785 
1 A 5-10  0,6213 1 dt 6-1 0,4511 
1 A 5-1  0,6092 1 dt 6-3 0,3741 
1 A 5-4 1,5000 1 dt 7-2  0,5117 
1 A 5-7  0,7397 1 dt 7-1  0,5230 
1 A 5-2  0,8487 1 dt 7-6  0,2745 
MW  0,7220   0,4269 
SD  0,1049   0,1037 
SEM  0,0496   0,0464 
2 A 12-1 1,0058 2 dt 13-1 0,9298 




   
2 A 12-4  2,0350 2 dt 13-2 0,8066 
2 A 12-6 0,9862 2 dt 13-10 * 1,4777 
2 A 12-9  1,3787 2 dt 13-3  0,9604 
2 A 12-3  1,3210 2 dt 13-5  2,3241 
    2 dt 13-11 1,0058 
MW  1,3453   0,9118 
SD  0,7910   3,1785 
SEM  0,6213   0,4511 
 
Übersichtstabelle striatale PV-mRNA-Expression   
 Experiment 1 




5 A und 5 dt
sz
 
A (Kontrolle) 0,722 + 0,0496  1,345 + 0,0469 + 
dt
sz
 0,427 + 0,0464*# 0,912  + 0,0358*# + 
 
* Signifikanter Unterschied Genotyp innerhalb der Gruppen (t-Test; p<0,05); # Signifikanter Un-
terschied Genotyp Gesamtbetrachtung (2 Wege ANOVA, p<0,05). + Signifikanter Unterschied 
zwischen Gruppen mit demselben Genotyp (2 Wege ANOVA, p<0,05) 
 
9.9 Relative mRNA-Expression slc12a5 (Striatum) 
9.9.1 18 Tage alte Tiere 
Die folgende Tabelle zeigt die Endwerte sortiert nach Gruppen mit den zugehörigen Mittelwer-
ten, Standartfehler und Standardabweichungen. 
dt Tiere Ergebnis  A-Tiere Ergebnis 
dt 455-1 0,6617  A 135-1 0,3291 
dt 455-2 0,4564  A 135-2 0,2860 
dt 455-3 0,3681  A 135-3 0,2590 
dt 455-4 0,1813  A 135-4 0,2914 
dt 455-5 0,2963  A 135-5 0,4099 
dt 455-6 0,7466  A 135-6 0,3099 
dt 455-7 0,2839  A 30-1  0,8635 
dt 455-8 0,2959  A 29-4 0,8341 
dt 455-9 0,7018  A 30-3 1,0681 




   
dt 47-2 0,7702  A 29-3 1,0644 
dt 47-1 0,9559  A 30-2 0,9965 
dt 47-3 0,8827  A 29-1 0,8878 
dt 47-7 1,0681     
       
MW 0,5960   0,6436 
SD 0,2815   0,3299 
SEM 0,6617   0,3291 
Shapiro-Wilk Test: P < 0,050 
Mann-Whitney Rank Sum Test: P = 0,627 
 
9.9.2 33 Tage alte Tiere 
Die folgende Tabelle zeigt die Endwerte sortiert nach Gruppen mit den zugehörigen Mittelwer-
ten, Standartfehler und Standardabweichungen. 
dt Tiere Ergebnis  A-Tiere Ergebnis 
dt 6-4  1,6264  A 5-3  1,3947 
dt 6-1 1,2411  A 5-10  2,0186 
dt 13-1 1,5245  A 5-1  1,5070 
dt 13-7 1,6491  A 12-5  0,9988 
dt 13-2  1,7132  A 12-2  1,2938 
dt 13-10  1,1742  A 5-4  1,2326 
dt 6-3 0,9760  A 12-4  0,9002 
dt 13-3  1,0365  A 12-6 0,7855 
dt 13-5  1,4523  A 12-9  0,9794 
dt 7-2  0,9439     
       
MW 1,3337   1,2345 
SD 0,2947   0,3795 
SEM 0,0932   0,1270 
 
Shapiro-Wilk Test: P = 0,318 
Equal Variance Test: P = 0,466 
t-Test: P = 0,531 





   
9.10 Relative mRNA-Expression CAH7 (Striatum) 
9.10.1 18 Tage alte Tiere 
Die folgende Tabelle zeigt die Endwerte sortiert nach Gruppen mit den zugehörigen Mittelwer-
ten, Standartfehler und Standardabweichungen. 
dt Tiere Ergebnis  A-Tiere Ergebnis 
dt 455-1 0,9070  A 135-1 0,6544 
dt 455-2 0,8458  A 135-2 0,4614 
dt 455-3 0,2892  A 135-3 0,3449 
dt 455-4 0,3399  A 135-4 0,7814 
dt 455-5 0,5340  A 135-5 0,4671 
dt 455-6 0,4085  A 135-6 0,5058 
dt 455-7 0,6636  A 30-1  0,5817 
dt 455-8 0,6705  A 29-4 1,3395 
dt 455-9 0,8966  A 30-3 0,5684 
dt 47-6 0,5462  A 29-2 0,8731 
dt 47-2 0,6799  A 29-3 0,5905 
dt 47-1 0,6454  A 30-2 0,9851 
dt 47-3 0,7937  A 29-1 0,7211 
dt 47-7 0,8899     
       
MW 0,6507   0,6826 
SD 0,2064   0,2652 
SEM 0,0552   0,0735 
 
Shapiro-Wilk Test: P = 0,308 
Equal Variance Test: P = 0,536 
t-Test: P = 0,729 
Mann-Whitney Rank Sum Test: P = 0,942 
 
9.10.2 33 Tage alte Tiere 
Die folgende Tabelle zeigt die Endwerte sortiert nach Gruppen mit den zugehörigen Mittelwer-
ten, Standartfehler und Standardabweichungen. 
 
dt Tiere Ergebnis  A-Tiere Ergebnis 




   
dt 6-1 0,5459  A 5-10  1,0116 
dt 13-1 1,0534  A 5-1  0,9851 
dt 13-7 1,2100  A 12-1 0,6522 
dt 13-2  1,2983  A 12-5  1,2002 
dt 13-10  0,8236  A 12-2  1,2938 
dt 6-3 0,6870  A 5-4  0,7640 
dt 13-3  1,3708  A 12-4  1,2044 
dt 13-5  0,8076  A 12-6 0,8066 
    A 12-9  1,2775 
       
MW 1,0050   1,0163 
SD 0,2973   0,2256 
SEM 0,0991   0,0713 
 
Shapiro-Wilk Test: P = 0,215 
Equal Variance Test: P = 0,087 
t-Test: P = 0,927 
Mann-Whitney Rank Sum Test: P = 0,775 
  
9.11 Intensitätsmessung BDNF Immunhistologie 
Die Daten in den Tabellen geben die Größe des analysierten Bildausschnittes (Area), den Mittel-
wert der Pixelwerte, die Standardabweichung (SD), den kleinsten Pixelwert (Min) und den größ-
ten Pixelwert (Max) wieder. 
9.11.1 Ganze Bilder 
Unter gleichbleibenden Bedingungen wurden Bilder von den immunhistochemischen Untersu-
chungen von BDNF erstellt und im Anschluss wurden stellvertretenden für die Färbeintensität die 
Pixelwerte der Bilder erstellt und ausgewertet. 
Die folgenden Tabellen zeigen die Ergebnisse der Auswertung der gesamten Bilder sortiert nach 
den einzelnen Tieren dargestellt.  
Die folgende Tabelle fasst die Werte sortiert nach den Genotypen zusammen. 
dt Tier Kortex Striatum A Tier Kortex  Striatum 
dt 16-2 56,4428 61,0776 A 16-3 56,7690 56,9973 
dt 14-7 70,1350 78,2659 A 16-2 61,3814 62,3123 
dt 14-6 60,2353 60,7516 A 13-5 65,4711 65,8344 




   
dt 16-3 46,5522 51,5038 A 13-3 52,6120 51,9313 
dt 14-2 72,8073 77,4795 A 16-4 54,6673 54,0893 
dt 14-3 64,1350 64,4712 A 13-6 63,7617 60,8944 
dt 14-4 67,4017 66,9895 A 16-5 55,2812 57,3205 
dt 16-4 62,2301 64,6211 A 13-4 66,9983 64,2815 
dt 16-5 59,7990 61,7441      
          
MW 60,8574 64,6987  57,8666 57,4089 
SD 6,7747 8,0661  7,3342 7,0948 
SEM 2,3470 2,5510  2,3470 2,3650 
 
9.11.2 Bildausschnitte 
Des Weiteren wurden nur Bildausschnitte mit der Software ImageJ analysiert. Die entsprechen-
den Daten sind nach Tieren sortiert in den folgenden Tabellen dargestellt. Pro Bild wurden zwei 
ca. 35000 Pixel² große  Flächen analysiert. Da die Flächen per Hand gezeichnet werden mussten, 
ergibt sich eine leichte Variabilität in der Größe. 
Die folgende Tabelle fasst die Werte sortiert nach den Genotypen zusammen. 
dt Tiere Kortex Striatum A Tiere Kortex  Striatum 
dt 16-2 65,2432 67,7048 A 16-3 64,5524 64,1350 
dt 14-7 84,7194 85,7191 A 16-2 70,5203 69,8317 
dt 14-6 68,6532 67,3821 A 13-5 74,4170 72,6200 
dt 14-8 69,8985 67,7079 A 13-1 50,8461 49,1949 
dt 16-3 54,4377 57,9642 A 13-3 60,9550 57,8045 
dt 14-2 82,3443 84,8336 A 16-4 64,1051 60,6688 
dt 14-3 74,3813 72,0035 A 13-6 74,6546 69,0547 
dt 14-4 77,1346 74,8509 A 16-5 63,5399 65,4061 
dt 16-4 72,6059 71,7442 A 13-4 78,0018 71,7602 
dt 16-5 70,8939 68,8077      
          
MW 72,0312 71,8718  66,8436 64,4973 
SD 8,6417 8,3422  8,4458 7,6037 




   
 
9.12 Ergebnisse BDNF-ELISA 
Die Daten vom BDNF- ELISA stammen vom Kooperationspartner aus Magdeburg (Institut für 
Physiologie, Medizinische Fakultät, Otto-von-Guericke Universität Magdeburg, Frau Jun.- Prof. 
Dr. Tanja Brigadski, Prof. Dr. Volkmar Leßmann (Institutsdirektor)). 
9.12.1 18 Tage alte Tiere 




Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
dt 47-1 0,6067 0,0564 
dt 47-2 0,6131 0,0563 
dt 47-3 0,6132 0,0564 
dt 47-4  0,6762 0,0651 
dt 47-5 0,7996 0,0718 
dt 47-6 0,8164 0,0699 
dt 47-7 0,9824 0,0832 
dt 47-8 0,9278 0,0800 
dt 47-9 0,6483 0,0520 
dt 46-1 0,6582 0,0480 
dt 46-2 0,6589 0,0574 
dt 46-3 0,7943 0,0678 
dt 46-4 0,9031 0,0824 
dt 46-5 0,8445 0,0729 
dt 46-6 0,8692 0,0834 
dt 46-7 0,9191 0,0884 
     
MW 0,7707 0,0682 
SD 0,1300 0,0128 
SEM 0,0325 0,0032 
 
Kontrolltiere: 
Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
A 29-1 0,6684 0,0659 




   
A 29-3 0,6134 0,0514 
A 29-4 0,7110 0,0620 
A 29-5 0,7290 0,0650 
A 30-1 0,8042 0,0657 
A 30-2 0,7325 0,0668 
A 30-3 0,7448 0,0614 
A 30-4 0,7996 0,0709 
A 30-5 0,9766 0,0862 
A 30-6 0,8027 0,0702 
A 32-1 0,8164 0,0732 
A 32-2 0,9469 0,0863 
A 32-3 1,0419 0,0936 
A 32-4 0,5756 0,0527 
A 32-5 0,9895 0,0845 
     
MW 0,7899 0,0700 
SD 0,1371 0,0121 
SEM 0,0343 0,0030 
 




Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
dt 47-1 0,3986 0,0381 
dt 47-2 0,4691 0,0449 
dt 47-3 0,4461 0,0434 
dt 47-4  0,4367 0,0442 
dt 47-5 0,5295 0,0520 
dt 47-6 0,5477 0,0526 
dt 47-7 0,5976 0,0584 
dt 47-8 0,6916 0,0680 
dt 47-9 0,5300 0,0488 
dt 46-1 0,6732 0,0595 
dt 46-2 0,3878 0,0306 
dt 46-3 0,4973 0,0482 
dt 46-4 0,6319 0,0615 
dt 46-5 0,4703 0,0453 




   
dt 46-7 0,5715 0,0551 
     
MW 0,5319 0,0506 
SD 0,0950 0,0096 
SEM 0,0238 0,0024 
 
Kontrolltiere 
Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
A 29-1 0,4339 0,0398 
A 29-2 0,4498 0,0419 
A 29-3 0,4431 0,0447 
A 29-4 0,4596 0,0426 
A 29-5 0,7028 0,0691 
A 30-1 0,5576 0,0519 
A 30-2 0,5376 0,0505 
A 30-3 0,4282 0,0392 
A 30-4 0,5149 0,0479 
A 30-5 0,5420 0,0473 
A 30-6 0,4754 0,0442 
A 32-1 0,5753 0,0514 
A 32-2 0,6146 0,0593 
A 32-3 0,6735 0,0635 
A 32-4 0,8038 0,0716 
A 32-5 0,7395 0,0704 
     
MW 0,5595 0,0522 
SD 0,1176 0,0111 
SEM 0,0294 0,0028 
 




Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
dt 47-1 0,3671 0,0346 
dt 47-2 0,3067 0,0299 
dt 47-3 0,3181 0,0305 




   
dt 47-5 0,4572 0,0428 
dt 47-6 0,4676 0,0437 
dt 47-7 0,5110 0,0510 
dt 47-8 0,5257 0,0498 
dt 47-9 0,4256 0,0380 
dt 46-1 0,4674 0,0427 
dt 46-2 0,4655 0,0428 
dt 46-3 0,3849 0,0376 
dt 46-4 0,5488 0,0534 
dt 46-5 0,6153 0,0576 
dt 46-6 0,5746 0,0552 
dt 46-7 0,6334 0,0648 
     
MW 0,4621 0,0441 
SD 0,1031 0,0104 
SEM 0,0258 0,0026 
 
Kontrolltiere: 
Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
A 29-1 0,4125 0,0394 
A 29-2 0,3891 0,0366 
A 29-3 0,2673 0,0234 
A 29-4 0,3713 0,0330 
A 29-5 0,4870 0,0472 
A 30-1 0,4997 0,0520 
A 30-2 0,3687 0,0337 
A 30-3 0,5309 0,0454 
A 30-4 0,4326 0,0382 
A 30-5 0,5038 0,0457 
A 30-6 0,4519 0,0406 
A 32-1 0,4944 0,0454 
A 32-2 0,6503 0,0629 
A 32-3 0,8062 0,0806 
A 32-4 0,3443 0,0322 
A 32-5 0,7453 0,0649 
     




   
SD 0,1444 0,0144 
SEM 0,0361 0,0036 
 
9.12.2 33 Tage alte Tiere 




Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
dt 6-1 0,7663 0,0850 
dt 6-3 0,7462 0,0800 
dt 6-4 0,7018 0,0740 
dt 7-1 0,7605 0,0817 
dt 7-2 0,6581 0,0644 
dt 7-3 0,7915 0,0781 
dt 7-4 0,7732 0,0868 
dt 7-5 0,8250 0,0837 
dt 7-6 0,8324 0,0902 
dt 7-7 0,6738 0,0707 
dt 13-7 0,8417 0,0733 
dt 13-2 0,8553 0,0733 
dt 13-5 0,9022 0,0708 
dt 13-3 0,9247 0,0667 
dt 13-11 0,9134 0,0653 
dt 13-10 0,7974 0,0701 
dt 13-1 0,8779 0,0742 
     
MW 0,8024 0,0758 
SD 0,0804 0,0077 
SEM 0,0195 0,0002 
 
Kontrolltiere 
Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
A 5-1 0,4826 0,0573 
A 5-2 0,6811 0,0737 
A 5-3 0,4837 0,0547 




   
A 5-5 0,5152 0,0584 
A 5-6 0,7299 0,0802 
A 5-7 0,6142 0,0672 
A 5-8 0,7452 0,0724 
A 5-9 0,7735 0,0805 
A 5-10 0,8731 0,0852 
A 12-4 0,9891 0,0881 
A 12-2 0,8027 0,0717 
A 12-6 1,0123 0,0736 
A 12-5 0,8676 0,0661 
A 12-1 0,7054 0,0517 
A 12-3 0,7484 0,0655 
A 12-9 0,8171 0,0715 
     
MW 0,7414 0,0758 
SD 0,1551 0,0110 
SEM 0,0376 0,0027 
 




Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
dt 6-1 0,4633 0,0362 
dt 6-3 0,3953 0,0306 
dt 6-4 0,5130 0,0415 
dt 7-1 0,4416 0,0358 
dt 7-2 0,5509 0,0427 
dt 7-3 0,5522 0,0372 
dt 7-4 0,5156 0,0428 
dt 7-5 0,3993 0,0349 
dt 7-6 0,2826 0,0243 
dt 7-7 0,3390 0,0282 
dt 13-7 0,6296 0,0602 
dt 13-2 0,6159 0,0555 
dt 13-5 0,4705 0,0402 
dt 13-3 0,5502 0,0419 
dt 13-11 0,4897 0,0381 




   
dt 13-1 0,5948 0,0540 
     
MW 0,4920 0,0411 
SD 0,0969 0,0100 
SEM 0,0235 0,0024 
 
Kontrolltiere 
Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
A 5-1 0,4118 0,0349 
A 5-2 0,4851 0,0395 
A 5-3 0,4429 0,0357 
A 5-4 0,2957 0,0257 
A 5-5 0,3778 0,0321 
A 5-6 0,4968 0,0392 
A 5-7 0,3445 0,0286 
A 5-8 0,2945 0,0256 
A 5-9 0,4485 0,0332 
A 5-10 0,4382 0,0333 
A 12-4 0,5162 0,0456 
A 12-2 0,5198 0,0462 
A 12-6 0,4403 0,0329 
A 12-5 0,5295 0,0411 
A 12-1 0,4734 0,0355 
A 12-3 0,5282 0,0473 
A 12-9 0,4767 0,0431 
     
MW 0,4423 0,0364 
SD 0,0756 0,0068 
SEM 0,0183 0,0016 
 




Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
dt 13-1 0,6431 0,0624 
dt 13-10 0,6010 0,0494 




   
dt 13-2 0,6103 0,0551 
dt 13-3 0,5435 0,0424 
dt 13-5 0,5652 0,0447 
dt 13-7 0,5311 0,0502 
dt 6-1 0,4246 0,0370 
dt 6-3 0,3816 0,0289 
dt 6-4 0,3821 0,0342 
dt 7-1 0,4057 0,0367 
dt 7-2 0,4960 0,0432 
dt 7-3 0,3968 0,0346 
dt 7-4 0,4988 0,0462 
dt 7-5 0,3498 0,0327 
dt 7-6 0,3650 0,0333 
dt 7-7 0,3608 0,0347 
     
MW 0,4770 0,0417 
SD 0,0990 0,0090 
SEM 0,0240 0,0022 
 
Kontrolltiere: 
Tier pg BDNF/µg Protein  ng BDNF/mg Gehirn 
A12-1 0,5441 0,0418 
A12-2 0,5849 0,0514 
A12-3 0,6107 0,0530 
A12-4 0,7173 0,0606 
A12-5 0,5792 0,0436 
A12-6 0,5241 0,0397 
A12-9 0,5753 0,0495 
A5-1 0,4836 0,0449 
A5-10 0,4292 0,0342 
A5-2 0,4015 0,0362 
A5-3 0,4289 0,0389 
A5-4 0,3344 0,0298 
A5-5 0,5207 0,0463 
A5-6 0,3847 0,0333 
A5-7 0,3565 0,0321 




   
A5-9 0,3331 0,0273 
     
MW 0,4780 0,0406 
SD 0,1160 0,0095 
SEM 0,0281 0,0023 
 
 
9.13 Relative mRNA-Expression BDNF 
9.13.1 18 Tage alte Tiere  
a) Kortex 
Die folgende Tabelle zeigt die Endwerte sortiert nach Gruppen mit den zugehörigen Mittelwer-
ten, Standardfehlern und Standardabweichungen. 
dt Tiere Ergebnis  A-Tiere Ergebnis 
dt 455-1 1,3044  A 135-1 1,6857 
dt 455-2 1,3180  A 135-2 1,1006 
dt 455-3 0,9493  A 135-3 1,5140 
dt 455-4 1,5140  A 135-4 1,2790 
dt 455-5 1,2570  A 135-5 0,9075 
dt 455-6 0,8786  A 135-6 1,0187 
dt 455-7 0,8160  A 30-1  0,7596 
dt 455-8 0,8312  A 29-4 1,5298 
dt 455-9 1,0134  A 30-3 0,8971 
dt 47-6 0,7702  A 29-2 0,8796 
dt 47-2 0,8746  A 29-3 0,9671 
dt 47-1 1,0867  A 30-2 0,7711 
dt 47-3 1,1487  A 29-1 1,1961 
dt 47-7 0,8940     
       
MW 1,0469   1,1158 
SD 0,2291   0,3044 
SEM 0,0612   0,0844 
 
Shapiro-Wilk Test: P = 0,053 
Equal Variance Test: P = 0,281 
t-Test: P = 0,510 




   
9.13.2 33 Tage alte Tiere  
a) Striatum 
In dieser Tabelle sind die ct Werte und die daraus resultierenden Mittelwerte und Standardabwei-
chungen. Es wurde auf eine weitere Berechnung verzichtet, da bei einigen Proben keine Ergeb-
nisse gemessen werden konnten und die ct-Werte bei einigen der restlichen Proben recht hoch 
waren. Dies könnte damit zu erklären sein, dass laut Literatur (Siehe Kapitel BDNF) nur eine 
sehr geringe Mengen an BDNF-mRNA im Striatum vorhanden ist und BDNF vom Kortex und 
der Substantia nigra in das Striatum transportiert wird. 
Tier ct-Werte MW SD korrigiert 
A 5-3  30,14    
 30,45    
 30,56 30,3833 0,2178  
A 5-10 32,49    
 32,04    
 33,01 32,5133 0,4854  
dt 6-4 36    
 kein Wert    
 36,26 36,1300 0,1838  
A 5-1 33,68    
 34,84    
 34,88 34,8600 0,0283 korrigiert 
dt 6-1 32,45    
 32,64    
 33,36 32,8167 0,4800  
A 12-1 33,69    
 33,69    
 33,99 33,7900 0,1732  
dt 13-1 34,03    
 36,17    
 36,81 36,4900 0,4525 korrigiert 
A 12-5 31,73    
 31,35    
 31,47 31,5167 0,1943  
dt 13-7 33,05    
 33,78    
 35,21 33,4150 0,5162  




   
 kein Wert    
 34,13 34,4450 0,4455  
dt 13-10 32,18    
 32,04    
 31,88 32,0333 0,1501  
dt 6-3 30,74    
 30,87    
 31,03 30,8800 0,1453  
A 12-2  29,24    
 29,23    
 29,44 29,3033 0,1185  
 dt 13-3 34,53    
 35,52    
 33,89 34,2100 0,4525  
A 5-4 kein Wert    
 kein Wert    
 kein Wert    
dt 13-5 34,27    
 32,69    
 32,39 32,5400 0,2121 korrigiert 
A 12-4 kein Wert    
 kein Wert    
 kein Wert    
dt 7-2 kein Wert    
 kein Wert    
 kein Wert    
A 12-6 33,09    
 33,14    
 33,37 33,2000 0,1493  
A 12-9 30,69    
 30,7    
 30,81 30,7333 0,0666  
dt 7-1 32,44    
 32,36    
 32,09 32,2967 0,1834  
A 5-7 31,61    
 31,56    




   
dt 7-6 32,29    
 31,94    
 33,13 32,1150 0,2475 korrigiert 
dt 13-11 31,6    
 30,91    
 31,2 31,2367 0,3465  
A 12-3 33,97    
 33,68    
 34,25 33,9667 0,2850  
A 5-2 29,42    
 29,51    
 29,39 29,4400 0,0624  
 
b) Kortex 
Die folgende Tabelle zeigt die Endwerte sortiert nach Gruppen mit den zugehörigen Mittelwerten 
und Standardabweichungen. 
dt Tiere Ergebnis  A-Tiere Ergebnis 
dt 13-7 0,9891  A 12 -2 1,1520 
dt 13-2 1,1051  A 12-4 1,2916 
dt 13-1 1,8140  A 12-5 1,3480 
dt 13-10 2,8812  A 12-9 1,5467 
dt 7-2 1,4785  A 12-1 2,7274 
dt 13-5 2,6466  A 12-6 1,9691 
dt 6-3 2,0314  A 12-3 2,4780 
dt 13-11 1,7461  A 5-2 1,3795 
dt 13-3 0,4498  A 5-4 0,8043 
dt 7-1  1,3081  A 5-3  2,5242 
dt 7-6 1,4649  A 5-10  1,8329 
dt 6-1  2,4214  A 5-7  1,1401 
   A 5-1  1,4862 
     
MW 1,6947   1,6677 
SD 0,7146   0,5983 
SEM 0,2060   0,1660 
 
Shapiro-Wilk Test: P = 0,390 




   
t-Test: P = 0,919 
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